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Polytäne Riesenchromosomen von Drosophila melanogaster bieten ein ideales Mo-
dellsystem für die Untersuchung der Mechanismen zur strukturellen Bildung chromo-
somaler Domänen. Über Manipulation und Rekonstruktion des chromosomalen Ban-
denmusters polytäner Chromosomen können artifiziell kondensierte als auch dekon-
densierte Domänen etabliert werden. Diese Eigenschaft habe ich in meiner Arbeit 
genutzt  für die Etablierung eines experimentellen Systems zur Analyse der struktu-
rellen Vorraussetzungen zur Bildung offener Chromatindomänen. Dafür wurde eine 
transgene kondensierte Chromatindomäne ektopisch innerhalb offenen Chromatins 
generiert. Diese kondensierte „Modellbande“ bietet einen definierten genetischen 
Hintergrund für die gezielte Insertion von DNA-Sequenzen unter Ausschluss variabler 
Positionseffekte und ermöglicht dadurch eine vergleichende Analyse dieser Sequen-
zen auf ihr Vermögen offenes Chromatin zu bilden. Zu diesem Zweck wurde über 
Sequenz-spezifische Rekombination die 61C7/8 Interbandensequenz gezielt in die 
„Modellbande“ eingefügt. Die zytogenetische Untersuchung dieser Insertion zeigt, 
dass infolge der Insertion offenes Chromatin gebildet wird, was in einer Aufsplittung 
der kondensierten „Modellbande“ resultiert. Molekulare Analysen weisen darauf hin, 
dass  auch die epigenetischen Charakteristika wie z.B. die Rekrutierung typischer 
Proteine oder transkriptionelle Eigenschaften zur endogenen Domäne immitiert wer-
den. Über Deletionsanalysen konnte von mir die essentielle DNA-Sequenz zur Bil-
dung offenen Chromatins auf ein ~490bp großes Fragment im proximalen Bereich 
der 61C7/8 Sequenz kartiert werden. Dieses Fragment überlappt mit Bindungsstellen 
spezifischer Proteine, welche dafür bekannt sind eine Rolle in der chromosomalen 
Domänenbildung zu spielen wie z.B. das Chromatin-Protein Chriz, die Histon-Kinase 
Jil1 oder das Insulator-Protein CP190. Desweiteren überlappt es mit einer Promoter-
region, welche zwischen den Genen Rev1 und Med30 lokalisiert ist. 
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Abstract: 
Polytene chromosomes of Drosophila melanogaster provides an ideal model-system 
for the analysis of the mechanisms needed for chromosomal domain formation. Con-
densed as well as decondensed chromosomal domains can be formed by manipula-
ting and reconstructing the polytene banding pattern. This possibility i have used for 
the establishment of an experimental system to study the structural requirements for 
open chromatin formation.  Therefor i have generated a  condensed chromatin do-
main at ectopic positions. This condensed „model“ domain provides a defined genetic 
context for the targeted insertion of sequences of interest, excluding any variable po-
sition effects. This allows comarative analysis of different sequences in order to iden-
tify the structural requirements for open chromatin formation. For this purpose the 
61C7/8 interband sequence was targetly integrated into the condensed „model“ do-
main by site-specific recombination. Thereby i could show that the 61C7/8 interband 
sequence maintains the capacity to form open chromatin cognizable by the splitting 
of the condensed „model“ domain. Furthermore the newly formed open chromatin 
domain also keeps epigenetic characteristica like transcriptional activity or the re-
cruitment of typical proteins. By deletion analysis, i have mapped the essential region  
needed for open chromatin formation to a ~490bp fragment located in the proximal 
part of the 61C7/8 interband sequence. This fragment overlaps binding sites for cha-
racteristic proteins known to be involved in chromosomal domain formation like the 
chromatin protein Chriz, the histone kinase Jil1 or the insulator protein CP190. 
Furthermore the fragment overlaps a promoter region that locates between the Rev1 
and Med30 genes.  
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1.1 Das Chromatin 
 
In der eukaryotischen Zelle bildet die DNA durch Assoziation mit RNA und Proteinen 
eine komplexe Struktur, welche sich als ein hierarchisch organisierter Aufbau unter-
schiedlicher Verpackungsgrade beschreiben lässt. Aufgrund ihrer Anfärbbarkeit mit 
basischen Kernfarbstoffen, wurde diese Struktur als Chromatin bezeichnet (chroma = 
Farbe). Ein Grund für die Verpackung des Chromatins liegt darin, dass DNA-
Moleküle typischer eukaryotischer Zellen sehr lang sind. So erreicht das menschliche 
Genom in der B-Konformation mit 3,2x109 Basenpaaren (haploid) eine Länge von 
3,2x109 bp x 3,4x10-10 m = 1,09 m. Auch wenn das Genom auf insgesamt 23 Chro-
mosomen aufgeteilt wird, könnte die DNA in gefalteten Zustand nicht in den Zellkern 
mit einem Durchmesser von Ø5-16 µm passen. Allein aus diesem Grund muss die 
DNA auf das ~10.000 fache ihrer eigentlichen Länge kompaktiert werden. Neben ste-
rischen Gründen spielt die DNA-Verpackung auch eine Rolle bei der Kontrolle der 
genomischen Aktivitäten. Die DNA im Zellkern ist infolge ihrer Verpackung nicht frei 
zugänglich für die Bindung von Enzymen und Kofaktoren. Um dynamische zelluläre 
Prozesse wie Replikation, Transkription, Rekombination oder DNA-Reparatur zu ge-
währleisten muss die Verpackung des Chromatins geändert werden (Lemaitre et al., 
2005). Eine regulierte Änderung der Verpackung bewirkt, dass lokal blockierte Ab-
schnitte der DNA geöffnet und somit für die Bindung relevanter Faktoren freigegeben 
werden. Auf der anderen Seite bewirkt kompaktes Chromatin die transkriptionelle 
Inaktivierung von Genen, welche zu spezifischen Entwicklungzeiten bzw. in bestimm-
ten Geweben nicht notwendig oder sogar störend sind oder als chromosomale Struk-
turen wie das Zentromer oder das Telomer dauerhaft inaktiv gehalten werden müs-
sen (Knezetic und Luse, 1986; Lorch et al., 1987).  
Neben der Verpackung wird die Zugänglichkeit der DNA für Proteine auch durch die 
Konformation und Topologie bestimmt. Infolge der Chromatinverpackung entstehen 
lokale Krümmungen der DNA und Veränderungen des „Twist“ der DNA, die entweder 
Proteinbindungen begünstigen oder blockieren können. Die DNA-Sequenz selbst 
kann solche topologischen Veränderungen entweder lokal fördern oder verhindern 
(Kornberg und Lorch, 1999). Am Beispiel der Lac-Operator DNA-Sequenz konnte 




Konformation mittels Co-Kristallographie experimentell nachgewiesen werden 
(Friedman et al., 1995). Die Lac-Operator Sequenz weist eine spezifisch gebogene 
Konformation auf. In Abwesenheit des „Effektors“ kann das dimere Lac-
Repressormolekül optimal an die zwei Bindestellen der gekrümmten Lac-Operator 
DNA-Sequenz binden. Der „Effektor“ bewirkt eine Konformationsänderung des Lac-
Repressor-Dimers, welches daraufhin nicht mehr in der Lage ist an die gekrümmte 
DNA zu binden.  
Eine gebräuchliche Unterteilung des Chromatins hinsichtlich dessen Verpackung ist 
die Unterscheidung von Heterochromatin und Euchromatin. Das Heterochromatin 
wurde bereits von den Zytologen des 19. Jahrhunderts beschrieben, als Strukturen 
im Zellkern welche mittels basischer Kernfarbstoffe angefärbt werden können (Heitz, 
1926). Heterochromatin interagiert mit der Kernhülle und ist demzufolge häufig an 
der Kernperipherie lokalisiert. Desweiteren beinhaltet es, im Gegensatz zu Euchro-
matin, überwiegend transkriptionell inaktive DNA-Regionen. Heterochromatin kann in 
zwei unterschiedliche Typen aufgeteilt werden, das konstitutive (KH) und das fakulta-
tive Heterochromatin (FH). Das KH ist immer sehr kompakt und angereichert an re-
petetiven, Gen-armen und spät replizierenden DNA-Sequenzen (Woodcock und 
Ghosh, 2010). Das Zentromer und das Telomer besteht beispeilsweise hauptsächlich 
aus KH. Dagegen stellt das FH eine Struktur dar, die abhängig vom Zelltyp oder Ge-
schlecht ausgebildet wird (Trojer und Reinberg, 2007). Ein typisches Beispiel für FH 
stellt ist das X-Chromosom bei Säugern, von dem in den weiblichen Tieren eine Ko-
pie euchromatisch, die andere heterochromatisch vorliegt.  
Die aus den beschriebenen Gründen notwendige Kompaktierung der DNA erfolgt in 
hierarchisch aufeinander aufbauenden Strukturen, wobei das Nukleosom die erste 
Stufe der Verpackung darstellt.  
 
1.1.1 Das Nukleosom 
 
Den Hauptteil, über 50% der Proteine im Zellkern, bilden die evolutionär hoch kon-
servierten Core-Histone H2A, H2B, H3 und H4 und das weniger konservierte linker 
Histon H1. Diese Histon-Proteine sind in der Lage an die DNA zu binden und deren 
negative Ladung zu neutralisieren (Strick et al., 2001). Ein Komplex der Kern-Histone 
bildet das Grundgerüst der Nukleosomen, welche eine Kompaktierung um den Faktor 




Proteine bilden sich zuerst H2A/H2B- bzw. H3/H4-Heterodimere. Die H3/H4 Dimere 
bilden anschließend über Interaktion der C-terminalen H3-α-Helix ein stabiles Tetra-
mer, welches als zentrale Struktur die H2A/H2B Dimere bindet und somit den Okta-
mer-Kern ausbildet. Der positiv geladene Oktamerkern des Nukleosoms wird von 
einem negativ geladenen 146 bp (bzw. 147 bp nach Davey et al., 2002; Luger, 2003) 
langen superhelikalen DNA-Abschnitt 1,65 mal umwunden (Luger et al., 1997; Korn-
berg und Lorch, 1999). Der Histon-Kern bietet dabei insgesamt 14 Kontaktstellen für 
die Interaktion mit der DNA (Luger, 2003).   
Ein 0-80 bp langer „linker“-DNA-Abschnitt verbindet die benachbarten Nukleosomen 
zu einer 10 nm Kette („beads on a string“). Das sogenannte „linker“-Histon H1 befin-
det sich am Eingang und Ausgang der um den Histonkern gewundenen DNA und 
bedeckt und schützt die DNA im linker-Bereich auf eine Länge von ~20 bp vor Nukle-
aseverdau (Woodcock und Ghosh, 2010). Die exakte Rolle dieses Histons ist bis 
heute nicht im Detail verstanden. Das linker Histon ist wie bereits erwähnt in der Evo-
lution weniger konserviert als die Kernhistone. Bei Vögeln existieren verschiedene 
H1 Varianten (H1, H1o, H5). Schließlich gibt es Organismen wie z.B. S. cerevisiae, 
die dieses Histon-Protein gar nicht besitzen. Es wird vermutet, dass H1 eine Rolle bei 
der Etablierung höherer Verpackungsstufen spielt (Bednar et al., 1998; siehe 1.1.3).  
Mittels der Röntgenkristallographie und Elektronenmikroskopie konnte die Struktur 
des Nukleosoms inzwischen mit atomarer Auflösung dargestellt werden (Finch et al., 
1977; Davey et al., 2002). Neben der elektronenmikroskopischen Analyse war es 
auch historisch von Bedeutung mittels biochemischer Prozesse das Nukleosom zu 
untersuchen. Mit Hilfe der Micrococcus Nuklease kann das Chromatin gespalten 
werden. Infolge der eingeschränkten Zugänglichkeit der um dem Oktamer-Kern ge-
wundenen DNA, kann die Nuklease vor allem innerhalb der linker DNA enzymatisch 
schneiden. Dies führt in Abhängigkeit der Dauer der Reaktion als auch der Konzent-
ration der Nuklease zu Spaltprodukten der Nukleosomenkette unterschiedlicher Grö-
ße (Mono-, Di-, Tri-Nukleosomen u.s.w.), welche mittels Sucrose Gradienten-
Zentrifugation aufgetrennt werden können (van Holde et al., 1975; Noll und Korn-
berg, 1977). Die an dem jeweiligen Nukleosomen-Fragment gebundene DNA kann 
mit Hilfe der Gelelektrophorese und anschließender DNA-Färbung analysiert werden.           
Die Zugänglichkeit von nukleosomaler DNA ist nicht in jedem Fall dauerhaft für die 
Bindung von Proteinen blockiert. Es ist bekannt, dass durch Verschieben oder Ent-




werden. Dies erfolgt mit Hilfe energieabhängiger Prozesse unter Verwendung soge-
nannter „Remodeller“  wie z.B. des SWI/SNF-Komplex (Becker und Horz, 2002; Be-
cker, 2002). Die notwenige Energie dieses Prozesses wird durch die Hydrolyse von 
ATP bereit gestellt.  Die Rekrutierung dieser Remodeller-Komplexe erfolgt durch As-
soziation mit Sequenz-spezifischen DNA-Bindefaktoren (Natarajan et al., 1999). Ge-
genwärtig werden zwei verschieden Modelle zur dynamischen Ausbildung von Pro-
teinkontakten propagiert. Das erste Modell beschreibt eine Verschiebung der Nukleo-
somen entlang der DNA infolge einer temporären Änderung der lokalen DNA-
Spannung. Das zweite Modell beschreibt einen lokalen Kontaktverlust zwischen nuk-
leosomaler DNA und Nukleosom, woraufhin es zur Bildung einer kleinen DNA Wöl-
bung kommt. Beide Modelle resultieren darin, dass Proteine in zuvor blockierten Be-
reichen des Nukleosoms binden können und somit regulatorisch in zellulären Pro-
zessen wirken können. Aufgrund dieser Dynamik wird auch der Begriff von „atmen-
den“ Nukleosomen verwendet (Pennings et al., 1991). Mit Hilfe von Dnase Verdau 
gekoppelt mit „indirect end labeling“ oder  Chromatin Immunpräzipitation (ChIP) kann 
die Dynamik der Nukleosomen-Positionierung experimentell analysiert werden.     
Die nukleosomalen Histonproteine besitzen neben ihrer Rolle bei der DNA-
Verpackung auch eine wichtige Bedeutung als epigenetischer Informationsspeicher 
und wirken direkt an biologischen Prozessen mit. Dies erfolgt insbesondere über die 
Etablierung verschiedener Histonmodifikationen bzw. Den Einbau von Histonvarian-





Infolge verschiedener posttranslationaler Modifizierungen der N- und C-terminalen 
Arme von Core-Histon-Proteinen, wie zum Beispiel Methylierung, Phosphorylierung, 
Acetylierung, Ubiquitinylierung, Glycosylierung, Biotinylierung und Sumoylierung (van 
Holde, 1988) entstehen spezifisch modifizierte Nukleosomen. Deren regulatorische 
Bedeutung wird durch die sogenannte epigenetische „Histon-Code-Hypothese“ be-
schrieben (Jenuwein und Allis, 2001). Diese postuliert, dass unterschiedliche Histo-
nmodifizierungen (einzeln oder in Kombination) entweder direkt oder über die Rekru-
tierung von spezifischen Proteinen und Enzymkomplexen eine Änderung der Chro-




densierungsgrades widerspiegelt (Strahl und Allis, 2000). Dies wiederum ermöglicht 
eine spezifische Zugänglichkeit von regulatorischen DNA-Elementen für z.B. die 
Transkriptionsmaschinerie (Park et al., 2002). Nach neueren Erkenntnissen werden 
auch Aminosäurereste in internen globulären Regionen von Histonen modifiziert. 
Man vermutet, dass solche Modifikationen einen deutlichen Einfluss auf die Struktur 
der Histone und damit der Stabilität der Nukleosomen ausüben.  Indem eine Vielzahl 
unterschiedlicher Histonmodifikationen ausgebildet werden und voneinander abhän-
gig sein können ergibt sich eine enorme Vielfalt an kombinatorischen Mustern (Strahl 
und Allis, 2000; Turner, 2000). Aus diesem Grund bietet der Histon-Code einen sehr 
flexiblen Mechanismus zur Kontrolle der Chromatinaktivität. Zum einen ist es ent-
scheidend, welcher Aminosäurerest an welchem Histon wie oft modifiziert wird, wobei 
Acetylierungen lediglich an bestimmten Lysinresten (K), Phosphorylierungen an Se-
rin- (S) bzw. Threoninresten (T) und Methylierungen an Lysin- (K) bzw. Argininresten 
(R) erfolgen. Zum zweiten gibt es Mechanismen der Histonmodifikation, bei denen 
ein Schritt die Aktivität eines vorgeschalteten Enzyms bedarf (Jenuwein und Allis, 
2001). Zum dritten kann reguliert werden, ob Histonmodifikationen lediglich lokal 
ausgebildet werden (z.B. Promoterregion) oder global eingeführt werden (z.B. Do-
mänen oder ganze Chromosomen). Manche Histon-Modifizierungen werden epige-
netisch auf die Tochterzellen vererbt, bestimmen deren Expressionsmuster und etab-
lieren somit eine Art Chromatingedächtnis. 
Allgemein bewirken Histonacetylierungen (Johnson und Turner, 1999; Roth et al., 
2001) und Histonphosphorylierungen (Hsu et al., 2000) eine Ladungsänderung in-
nerhalb des C- bzw. N-Terminus, was zu einer veränderten Interaktionsfähigkeit mit 
der DNA, mit anderen Proteinen und auch untereinander führen kann. Beide Modifi-
kationen führen infolge der abgeschwächten Bindung zwischen dem flexiblen Histo-
nabschnitt und der DNA zu einem dekondensierten Chromatinzustand und somit 
gleichzeitig zu einer verbesserten DNA-Zugänglichkeit. Meist spielt die Acetylierung 
in der lokalen Aktivierung von Promoterregionen eine Rolle. Durch die Auflockerung 
der chromosomalen Struktur in diesen regulatorischen Sequenzen können Transkrip-
tionsfaktoren, „Remodelling“ Faktoren und andere Komponenten der Transkriptions-
maschinerie binden und somit die Expression von Genen starten.  
Histonmodifikationen helfen aber auch direkt bei der rekrutierung solcher Faktoren. In 
aktiven Chromatin erfolgt die Rekrutierung bestimmter Faktoren z.B. durch Interakti-




der Aktivierung von Promotoren können Histonacetylierungen auch bei anderen zel-
lulären Prozessen Einfluss nehmen, beispielsweise bei der Replikation oder der 
DNA-Reparatur. Die Deacetylierung der Histone verhindert eine solche Bindung und 
stellt dagegen einen kondensierten Zustand des Chromatins her. Deacetylierung be-
findet sich stets in einem spezifischen Gleichgewicht zur Acetylierung und wirkt inhi-
bitorisch auf die Genexpression. Somit sind Histon-Acetyltransferasen (HAT) Ko-
Aktivatoren und Histon-Deacetylasen (HDAC) Ko-Repressoren der Transkription. Es 
gibt mehrere Familien sowohl von HAT´s als auch von HDAC´s, welche meist als Un-
tereinheiten in Multiproteinkomplexen wirken (Marmorstein und Roth, 2001; de Ruij-
ter et al., 2003) .  
Ähnlich zu den HAT´s wirken auch Kinasen über Histonphosphorylierungen genakti-
vierend. Als Beispiel soll hier die Jil1-Kinase erwähnt werden, welche während der 
Interphase infolge von H3S10-Phosphorylierung die lokale Chromatin-Struktur durch 
Dekondensation öffnet (Deng et al., 2008, 2010). Häufig arbeiten HAT´s und Kinasen 
synergistisch zusammen. So fördert die H3S10-Phosphorylierung die Bindung von 
HAT´s und damit die Acetylierung von H3K9 und H3K14. Gleichzeitig wird die H3K9-
Methylierung inhibiert und somit auch der deaktivierende Einfluss auf die Genexpres-
sion.  
Im Gegensatz zur Acetylierung und Phosphorylierung verändern Methylierungen 
nicht den nukleosomalen Ladungszustand (Kornberg und Lorch, 1999; Strick et al., 
2001). Zudem sind solche Modifikationen trotz der Existenz von Demethylasen sehr 
stabil und bestehen als Modifikation viel länger als Acetylierungen oder Phosphorylie-
rungen. Aus diesem Grund wird der Methylierung eine wichtige Rolle in dem oben 
genannten vererbbaren Chromatingedächtnis zugeschrieben. Wie bei den HAT´s gibt 
es auch von den Histon-Methyltransferasen (HMT) eine Anzahl von Familien, welche 
an unterschiedlichen Histonen und Aminosäureresten enzymatisch wirken. Im Ge-
gensatz zur Acetylierung und Phosphorylierung können Methylierungen in Abhängig-
keit vom modifizierten Histons und dessen Aminosäurereste sowie der Anzahl einge-
führter Methylgruppen aktivierend oder inaktivierend auf die Transkription wirken. So 
wird z.B. trimethyliertes H3K4 sowie H3K36 in aktivem Chromatin und trimethyliertes 
H3K9 sowie H3K27 in inaktivem Chromatin gefunden. Unterschiedliche Histon-
Methylierungen können sowohl an der Rekrutierung spezifischer Faktoren beitragen 
als auch deren Bindung und Zugänglichkeit blockieren. So kann z.B. der inaktivie-




gegen die RNA-Polymerase 2 und der ISWI „Chromatin-Remodeller“ Komplex an 
diesen Stellen bevorzugt binden und wirken.  
Wie bereits erwähnt sind Histonmodifizierungen abhängig voneinander und können 
sich wechselseitig entweder positiv oder negativ beeinflussen. Dies spielt vorallem 
dann eine Rolle, wenn das Chromatin dynamisch in seinem Aktivitätszustand verän-
dert werden muss. Zum Beispiel bei der Umwandlung von inaktivem H3K9 trimethyl-
ierten Chromatin in aktives H3K14 acetyliertes Chromatin wird zuerst benachbartes 
H3S10 phosphoryliert. Dies bewirkt, dass das am inaktiven Chromatin gebundene 
HP1 Protein entfernt wird und damit das trimethylierte H3K9 für die Histon-
Demethylase zugänglich wird. Nachdem die drei H3K9 Methylierungen entfernt wur-
den und H3K14 acetyliert wurde ist die Bindung von HP1 komplett unterdrückt und 
damit ein stabiler aktiver Chromatin-Zustand erreicht.  
Neben den Histonmodifizierungen können auch unterschiedliche Histonvarianten 
einen Einfluss auf die lokale oder globale Chromatin-Struktur ausüben und damit 
entweder zelluläre Prozesse wie z.B. Replikation, Transkription oder DNA-Reparation 
unterstützen bzw. unterdrücken. Mit Ausnahme des Histons 4 wurden für alle ande-
ren Histone in vielen verschiedenen Spezies unterschiedliche Varianten gefunden 
und biochemisch charakterisiert (Redon et al., 2002; Ahmad und Henikoff, 2002).     
 
1.1.3 Höhere Verpackungsgrade 
 
1.1.3.1 Die 30 nm Faser 
 
Die zweite Stufe der DNA-Verpackung beschreibt das Solenoid-Modell, welche die 
DNA um das ~48fache verdichtet (Abb. 1). Die 30 nm Solenoidfibrille weist eine 
linksgewundene Superhelixstruktur auf in der eine Helix-Windung aus sechs Nukleo-
somen gebildet wird (Finch und Klug, 1976). Biochemisch konnte diese Struktur unter 
Bedingungen hoher Salzkonzentration und bei Abwesenheit von Mg2+ Ionen reversi-
bel induziert werden und mittels Neutronenstreuungs- und Elektronendichtemessun-
gen verifiziert werden. Es wird vermutet, dass bei dieser Stufe der Verpackung das 
linker Histon H1 eine wesentliche Rolle einnimmt. Es wird vorgeschlagen, dass das 
an der DNA gebundene Histon H1 mit anderen H1 Histonen benachbarter Nukleo-
somen interagiert und somit die 10 nm Nukleosomen-Faser in die 30 nm Solenoid-




vollständige Deletion des linker-Histons H1 in einer Verkürzung des Nukleosomenab-
stands bzw. einer defekten Chromosomenfaltung resultiert (Fan et al., 2003; Lu et al., 
2009). Nach dem heutigen Kenntnisstand wird der Einfluss des H1-Histons auf die 
chromosomale Verpackung jedoch wieder in Frage gestellt. So konnte gezeigt wer-
den, dass auch ohne H1 eine Ausbildung der 30 nm Solenoidstruktur möglich ist.  
Dies ist am deutlichsten am Beispiel der Hefe S. cerevisae zu erkennen, welche kein 
Gen besitzt, dass ein dem H1 Histon ähnliches Protein kodiert, aber dennoch die 30 
nm Chromatinstruktur ausbildet (Ohsumi et al., 1993). Stattdessen wird ein wichtiger 
Einfluss der N- und C-Termini der Histone auf die Bildung der Solenoidstruktur ange-
nommen (Caterino und Hayes, 2011; Öberg und Belikov, 2012; Bharath et al., 2002). 
Durch Entfernung dieser Termini kann sich die Nukleosomenkette nicht weiter in die 
Solenoidfaser verpacken. Die C- und N-terminalen Histonenden verfügen über viele 
basische Aminosäurereste und schirmen demnach die stark negativ geladene DNA 
an den Kontaktstellen ab. Es wird vorgeschlagen, dass diese Ladungsabschirmung 
einen stabilisierenden Effekt auf die Chromatinfaltung und somit auf die Solenoidbil-
dung ausübt. Diese Hypothese würde auch den dekondensierenden Effekt von His-
tonacetylierungen erklären. Die Acetylierung von basischen Aminosäureresten an 
den terminalen Histonarmen hebt deren positive Ladung auf. Daraus resultiert ein 
Kontaktverlust zwischen DNA und Histon und somit eine Auflockerung des Chroma-
tins. Aufgrund der begrenzten Auflösung gegenwärtiger Methoden einerseits und der 
Größe und Komplexität der zu untersuchenden Strukturen andererseits, bleibt diese 
Form der Verpackung lediglich ein plausibles Modell. Die beschriebenen Ansätze zur 
Untersuchung höherer Verpackungsstrukturen basieren auf Analysen von Chromatin, 
welches unter künstlichen Bedingungen (z.B. ist das Ionenmilieu im Zellkern unbe-
kannt) isoliert und behandelt wurde. Diese künstlichen Bedingungen können einen 
direkten Einfluss auf die native Chromatinstruktur ausüben und damit die Struktur-
analysen von Chromatin verfälschen. Alternativ zur Solenoidstruktur wurden bereits 
andere Modelle der 30 nm Faser beschrieben, welche ebenfalls mit Messdaten be-
legt und mit dem gegenwärtigen Kenntnisstand plausibel erklärt werden können. Die-
se alternativen Modelle wie z.B. das „zig-zag“ Modell, das „helical-ribbon“ Modell o-
der das „crossed-linker“ Modell seien hier nur erwähnt und nicht im Detail beschrie-
ben (Bednar et al., 1995; Dorigo et al., 2004; Schalch et al., 2005). Die uneindeutige 
Zuordnung der 30 nm Struktur zu einem definierten Verpackungsmodell aufgrund 




ckungsgrade noch weitaus schwieriger strukturell aufgeklärt werden können. Unab-
hängig davon ist eine weitere Kompaktierung notwendig, damit die DNA in den Zell-
kern passt.                  
 
 
Abb. 1: Die unterschiedlichen Hierarchieformen der DNA Verpackung (Quelle: Fel-
senfeld and Groudine. Nature, 2003) 
A   Chromosom in Metaphase 
B kondensierter Chromosomenabschnitt                                          
C ausgestreckter schleifenförmiger Chromosomenabschnitt 
D 30 nm Chromosomenfaser aus dichtgepackten Nucleosomen (Solenoid) 
E „Perlenketten“-Form des Chromatins (eine „Perle“ = ein Nucleosom) 
F  DNA-Doppelhelix 
 
1.1.3.2 Die Schleifendomäne 
 
Jenseits der Verpackungsstufe der 30 nm Faser liegen nur sehr grobe Informationen 
zur Organisation des Chromatins vor und diese Modellvorstellungen weichen oft 
stark voneinander ab. Ich möchte daher an dieser Stelle nicht auf alle diese Vorstel-
lungen eingehen, sondern im Weiteren nur noch auf die nächste Verpackung der 
Schleifendomänen eingehen. Man nimmt an, dass die 30 nm Faser sich schleifen-
förmig an ein dynamisches Chromatingerüst (nukleare Matrix) oder an die Kernlami-
na bindet und somit Domänen von einer Größe von ~50-200 kb bildet (Benyajati und 
Worcel, 1976; Paulsen und Laemmli, 1977; Igo-Kemenes und Zachau, 1978; 




et al., 2010) (Abb. 1 C). Neuere Methoden die genomweit 3D Interaktionen untersu-
chen haben solche präferentiellen Kontakte entlang eines Chromosoms nachgewie-
sen (Sexton et al., 2012; Dixon et al., 2012). 
Die Bindung an das Gerüst bzw. an die Matrix erfolgt durch Interaktion mit speziellen 
Proteinen, wie z.B. Condensin (Gasser et al., 1986; Roberge und Gasser, 1992; La-
emmli et al., 1992; Iarovaia et al., 1996; Hudson et al., 2003). Als DNA-Bereich, wel-
cher mit den Gerüst-Proteinen interagiert, wurde eine „matrix association region“ 
(MAR) (Cockerill und Garrard, 1986) oder „scaffold attachment region“ (SAR) vorge-
schlagen (Mirkoverich et al., 1984; Laemmli et al., 1992). Diese Form der Organisati-
on konnte elektronenmikroskopisch bei Metaphase Chromosomen beobachtet wer-
den, nachdem sämtliche Proteine mittels spezifischer Salz- und Detergenzbehand-
lung entfernt wurden (Marsden et al., 1979; Earnshaw und Laemmli, 1983; Maeshima 
et al., 2005; Kireev et al., 2008). Ähnliche Schleifenstrukturen konnten auch in Lam-
penbürstenchromosomen von Amphibien während der meiotischen Prophase identi-
fiziert werden (Morgan et al., 2002). Eine neuere Methode um lokale schleifenbilden-
de Chromatininteraktionen direkt zu identifizieren ist die „chromosome conformation 
capture“ Analyse (3C) (Gavrilov et al., 2009; Miele et al., 2006; Zhao et al., 2006; Si-
monis et al., 2006). Mittlerweile werden mittels modifizierten 3C-Methoden (4C oder 
Hi-C) solche Interaktionen auch genomweit analysiert (Sexton et al., 2009). Sowohl 
3C als auch 4C bzw. Hi-C basiert auf intramolekularer Ligation von DNA-Sequenzen, 
welche in-vivo direkt benachbart sind. Liebermann et al. (2009) hat mittels der Hi-C 
Methode die Chromatininteraktionen in menschlichen Zellen genomweit analysiert 
und damit ein spezifisches Verpackunmgsmodell für das Chromtin propagiert („fractal 
globule“ Modell).    
Man geht davon aus, dass auch das Banden/Interbanden Muster von polytänen 
Chromosomen eine solche schleifenförmige Art der Chromatin-Verpackung reflek-
tiert. Biochemisch wurde die Schleifendomäne als generelle Organisationsstufe bei 
der Verpackung der DNA vorallem durch die Arbeit von Benyajati und Worcel (1976) 
vor fast 40 Jahren am Modelltier Drosophila nachgewiesen. Später konnten solche 
Schleifeneinheiten mit ähnlichen Methoden auch bei anderen Organismen (Vertebra-
ten und Invertebraten) nachgewiesen werden (Kemenes und Zachau, 1976).    
Auch bei dieser Verpackungsstufe geht man davon aus, dass neben der DNA-
Komprimierung auch Aufgaben der Genregulation erfüllt werden (Blanton et al., 




2009; Tolhuis et al., 2002; Van Bortle and Corces, 2012). Durch die Anordnung des 
Chromatins in spiralig aufgewundene Schleifen ergeben sich klar abgegrenzte Do-
mänen, welche eine differenzierte Regulation der darin befindlichen Gene ermögli-
chen (Bell et al., 2001). Auch können durch Schleifenbildung weit entfernte Regionen 
in unmittelbare Nähe gebracht werden und somit Interaktionen von z.B. Promoter 
und Enhancer gewährleistet werden bzw. regulative Fragmente in sogenannten „un-
produktiven“ Schleifen abgeschirmt und damit blockiert werden (Nolis et al., 2009). 
Um entwicklungsspezifische bzw. gewebsspezifische Gene innerhalb solcher Domä-
nenstrukturen zu aktivieren bzw. zu inaktivieren oder auch um zellspezifische Pro-
zesse wie Replikation, Transkription oder DNA-Reparation zu gewährleisten muss 
diese Schleifenstruktur dynamisch sein. Das bedeutet, dass über den Einfluss von 
epigenetischen Modifikationen und Rekrutierung spezifischer Proteine (z.B. Kompo-
nenten der Transkriptionsmaschinerie) solche Domänen entweder kondensiert und 
inaktiv bzw. dekondensiert und transkriptionell aktiv gehalten werden (Valls et al., 
2005; Kouskouti und Talianidis, 2004).  
Eine weitere Möglichkeit der transkriptionellen Regulation ist die Interaktion spezifi-
scher Chromatinregionen mit der Kernlamina (Peric-Hupkes et al., 2010). Bei dieser 
Form der Regulation werden im Verlauf der Zelldifferenzierung chromosomale Ab-
schnitte entweder an die Kernlamina angeheftet bzw. abgelöst. Die innerhalb dieser 
Abschnitte befindlichen Gene bzw. Gencluster, welche für den entsprechenden Zell-
typ unnötig bzw. nötig geworden sind, werden dementsprechend transkriptionell still 
gelegt bzw. aktiviert. Die Ablösung dieser chromsomalen Abschnitte erfolgt dabei mit 




Grundvoraussetzung einer Kontrolle auf Ebene der Schleifendomänen ist die stabile 
Trennung und Aufrechterhaltung dieser topologisch und funktionell geschlossenen 
Einheiten, um Einflüsse der benachbarten Domänen und somit Positionseffekte zu 
verhindern. Dies erfolgt nach gegenwärtigen Vorstellungen durch die sogenannten 
„boundary-elements“ (Isolatorelemente). Diese Elemente können entweder an den 
Enden einer linearen Domäne lokalisiert sein oder nach deren Auffaltung in einem 
Punkt miteinander interagieren und somit gemäß dem Schleifenmodell die dazwi-




davon, ob die Isolatorelemente einzeln oder in Kombination auftreten, sollten sie zwei 
wichtige Aufgaben erfüllen. Zum einen sollten sie als „barrier-insulator“ wirken. Dabei 
schützen sie die Domäne und die darin befindlichen Gene gegen die Ausbreitung 
und den daraus resultierenden Einfluss von benachbartem Heterochromatin 
(Abb.2A). Zum anderen sollten Isolatorelemente als „enhancer-blocker“ wirken (West 
et al., 2002), um einen Einfluss benachbarter regulatorischer Elemente auf die inner-
halb der Domäne liegenden Gene zu verhindern. “Enhancer-blocker“ sind DNA- Se-
quenzen, die zwischen einem Enhancer bzw. Silencer und einem Promoter platziert, 
deren Interaktion verhindern (Abb. 2 B). Experimentell können Isolatorelemente über 
sogenannte „Enhancer-Blocker assays“ nachgewiesen werden. Dabei wird ein Isola-
torelement zwischen ein Reportergen und dem entsprechenden Enhancer positio-
niert. Dies führt dazu, dass der Promoter des Reportergens von einem Kontakt mit 
dem Enhancer abgeschirmt wird und er somit die Genexpression nicht antreiben 
kann. Die Funktion eines „Enhancer-Blockers“ bedarf stets der Bindung spezifischer 
Proteine, wie z.B. im Fall des Globin-Locus das Protein CTCF (in Maus, Huhn und 
Mensch). In Drosophila existiert ein homologes Protein, das dCTCF. Neben dCTCF 
gibt es noch eine Reihe anderer Proteine, die als „Enhancer-Blocker“ Faktoren wir-
ken können, wie z.B. Zw(5) oder BEAF32. Die genaue Funktionsweise wie chromo-
somale Grenzen entweder als „barrier“ oder „Enhancer-Blocker“ wirken können, ist 
bis heute noch nicht im Detail verstanden. Dies ist zum Teil darauf zurückzuführen, 
dass die Mechanismen, wie Enhancer über große Distanzen wirken, noch nicht voll-
ständig entschlüsselt wurden. Verschiedene Modelle beschreiben Enhancer z.B. als 
Ausgangspunkt einer veränderten Chromatinformation, welche sich entlang der DNA 
bis zur Promotersequenz fortsetzt und somit die Genexpression antreibt. In diesem 
Fall bewirkt ein dazwischengeschalteter Isolator, dass der Prozess der fortschreiten-
den Chromatinformation unterbrochen wird. Ein anderes Modell propagiert die Bil-
dung einer chromosomalen Schleife, welche den Enhancer und den Promoter in 
räumliche Nähe bringt und somit die Interaktion gewährleistet. Hierbei würde ein zwi-
schengeschalteter Isolator entweder mit dem Enhancer oder dem Promoter „unpro-
duktiv“ interagieren und damit die eigentliche „produktive“ Interaktion zwischen En-







Abb. 2: Funktionsweise von Isolatorelementen. (A) Isolator in Funktion eines „barrier-
insulator“ zur Verhinderung der Ausbreitung von Heterochromatin auf benachbarte 
Bereiche. (B) Isolator in Funktion eines „enhancer-blocker“ zur Verhinderung der In-
teraktion zwischen Enhancer und Promoter (oft durch Interaktion mit spezifischen 
Proteinen). 
 
1.1.3.4 Offenes Chromatin 
 
Die in 1.1 erwähnte Unterteilung in offenes, transkriptionell aktives bzw. kompaktes, 
transkriptionell inaktives Chromatin korreliert mit spezifischen Proteinbindungen und 
Histonmodifikationen. Dies konnte bereits in zahlreichen Studien nachgewiesen wer-
den, in denen z.B. über ChIP-Analysen lokal begrenzte oder genomweite Bindungs-
studien von Proteinen bzw. Histonmodifikationen durchgeführt wurden welche in Da-
tenbanken abrufbar sind (z.B. modENCODE). Interaktionsstudien belegen, dass Pro-
teine häufig als hochmolekulare Komplexe an bestimmte Chromatinabschnitte lokali-
siert sind. Hinsichtlich der Untersuchung der Chromatinstruktur gilt es dabei zu klä-
ren, ob diese Komplexe für die Bildung und Aufrechterhaltung von offenem bzw. 
kompakten Chromatin verantwortlich sind oder lediglich als Konsequenz der Chroma-
tinverpackung spezifisch binden. Da in meiner Arbeit vorallem die Mechanismen der 
Bildung von dekondensierten Chromatindomänen am Modell der polytänen Chromo-
somen von Drosophila analysiert wurden, werden in diesem Abschnitt die Einflüsse 
von prominenten Proteinkomplexbindungen innerhalb offenen Chromatins (Interban-
den) erläutert, soweit diese für meine Arbeit relevant sind.  
Ein wichtiger Proteinkomplex, welcher maßgeblich an der Strukturierung von Inter-
phase-Chromatin beteiligt ist, ist der innerhalb offenen Chromatins lokalisierte Chriz-
Komplex. Dieser Komplex besteht aus dem chromodomänen-Protein Chriz (auch 
„Chromator“ genannt), dem Zink-finger Protein Z4 (auch „putzig“ genannt) und ande-
ren interagierenden Proteinen wie den Insulatorproteinen BEAF32 und CP190 oder 




Co-Immunpräzipitation, Pull-down Analysen und dem „Yeast-Two-Hybrid“ System 
nachgewiesen werden. 
Im Gegensatz zu Chriz und Z4, welche zu 100% innerhalb von Interbanden polytäner 
Chromosomen sowie in Zellkernen aller bisher getesteten Gewebe kolokalisieren 
(Gortchakov et al. 2005), ist die Kolokalisierung mit BEAF32, CP190 und Jil1 nicht 
100% (Gan et al., 2011). Dies hängt damit zusammen, dass diese drei Proteine ent-
weder mehr dynamisch an den Chriz/Z4-Komplex binden oder unabhängig von Chriz 
auch in anderen Proteinkomplexen vorkommen (z.B. Jil1 bei der Dosiskompensation) 
(Mohan et al., 2007; Kind et al., 2008; Bartkuhn et al., 2009; Bushey at al., 2009; 
Raja et al., 2010). Sowohl Chriz als auch Z4 sind ubiquitär exprimiert und spielen 
eine essentielle Rolle in der Aufrechterhaltung der Struktur von Interphasechromo-
somen. Der essentielle Charakter von Chriz und Z4 für die Struktur von Chromatin 
konnte durch zytogenetische Analysen von hypomorphen Mutanten sowie RNAi 
„knock-down“ Mutanten nachgewiesen werden. Sowohl bei hypomorphen Mutanten 
als auch bei RNAi Mutanten für Chriz bzw. Z4  ist die Struktur polytäner Interpha-
sechromosomen gestört, was sich in einem Verlust des typischen Ban-
den/Interbandenmusters wiederspiegelt (Eggert et al., 2004; Gortchakov et al., 2005; 
Rath et al., 2006). Eine mögliche Rolle für Chriz bzw. Z4 in der Strukturierung von 
Chromosomen könnte in einer korrekten parallelen Anordnung der Chromosomenfa-
sern in polytänen Chromosomen liegen. Alternativ könnte Chriz bzw. Z4 an der Etab-
lierung chromosomaler Domänen-Grenzen unterschiedlich kompaktierten Chroma-
tins mitwirken. Diese Möglichkeit wird unterstützt durch die Identifikation spezifischer 
„boundary“ Element Faktoren (BEAF und CP190), welche in ihrer Bindung mit Chriz 
und Z4 signifikant überlappen (Gan et al., 2011). Eine weitere Rolle von Chriz und Z4 
könnte in der Rekrutierung der Histon-Kinase Jil1 liegen. Studien von Rath et al. 
(2006) lassen auf eine direkte Interaktion beider Proteine schließen, welche über den 
C-Terminus vermittelt wird. Die Jil1-Kinase bewirkt über die Phosphorylierung an 
H3K9 eine lokale Dekondensation des Chromatins sowie eine Blockierung der Aus-
breitung heterochromatischer Histonmodifikationen (z.B. H3K27Me3) und trägt somit 
an der Strukturierung von Interphasechromatin bei (Deng et al., 2008). In Jil1-
Mutanten ist die Struktur polytäner Chromosomen massiv gestört, was sich in einer 
willkürlichen Vermischung kompakten und offenen Chromatins sowie einer erhöhten 
Ausbreitung heterochromatischer Faktoren wie H3K9Me2 und HP1 wiederspiegelt 




beeinflusst. Dies resultiert in einer drastisch reduzierten H3S10 Phosphorylierung 
und damit ähnlich wie bei Jil1-Mutanten, in einer gestörten Chromosomenstruktur. 
Dies verdeutlicht, dass Chriz essentiell für die Lokalisierung der Jil1 Aktivität ist und 
damit für die korrekte Ausbildung von offenem Chromatin benötigt wird (Rath et al., 
2006).  
Bis heute ist nicht geklärt, wie Chriz und Z4 an die DNA binden. Im Gegensatz zu 
anderen Chromodomänen Proteinen (z.B. HP1 und PC) bindet Chriz nicht an di- und 
trimethylierten H3K9 bzw. H3K27. So kann Chriz weder im Chromozentrum noch in 
perizentrischen Chromatin nachgewiesen werden, welche stark angereichert sind mit 
diesen Histonmodifikationen (Ebert et al., 2004).  
Eine attraktive Erklärung für die Chromatin-Bindung von Chriz und Z4 ist die Rekru-
tierung dieser Proteine über DNA-bindende Proteine. So konnten Vogelmann et al. 
(2014) sowohl in vivo als auch in vitro eine Interaktion zwischen BEAF32 und der C-
terminalen Domäne von Chriz nachweisen. Die Autoren schlagen ein Modell vor, in 
dem in einem ersten Schritt DNA-bindende Proteine wie BEAF32, dCTCF oder 
Su(Hw) an ihre jeweiligen DNA-Konsensus-Sequenzen binden (z.B. CGATA für 
BEAF32) und diese in einem zweiten Schritt eine Plattform für die Rekrutierung von 
Kofaktor-Proteinen wie Chriz oder CP190 bilden. Im Fall von Chriz kann in einem 
dritten Schritt die Histon-Kinase Jil1 innerhalb aktiven Chromatins (Interbanden) re-
krutiert werden, welche über H3S10 Phosphorylierung lokal zur Etablierung dekon-
densierten Chromatins beiträgt. Als alternativen Mechanismus beschreibt Vogelmann 
et al. (2014), dass die am Insulatorprotein BEAF32 gebundenen Proteine CP190 
bzw. Chriz über ihren N-Terminus unter Bildung von Homodimeren Interaktionen zu 
weit entfernten DNA-bindenden Insulatorproteinen (BEAF32, dCTCF und Su(Hw)) 
aufbauen. Dies erfolgt unter Ausbildung chromosomaler Schleifen. Über diese soge-
nannten „long-range“ Interaktionen kann Chriz bzw. CP190 zur Insulatoraktivität an 
Domänengrenzen beitragen und somit unterschiedlich kompaktiertes Chromatin 
stabil aufrechterhalten.  
Neuere Studien belegen eine genetische Interaktion des NURF-Komplex mit dem 
Protein Z4 (Kugler et al., 2011) und eröffnen somit die Frage, ob zwischen dem 
Chriz- und dem NURF-Komplex ein funktionelles Zusammenspiel existiert.      
Der NURF-Komplex (Nucleosome Remodeling Factor) ist ein weiterer Proteinfaktor, 
der maßgeblich an der Strukturierung von Chromatin beteiligt ist. NURF gehört zur 




dieser Untereinheiten repräsentiert die ISWI ATPase, mit deren Hilfe der NURF-
Komplex ATP abhängig lokal Nukeosomen ablösen bzw. verschieben kann und somit 
offenes Chromatin etabliert (Suehyb et al., 2011). Der NURF-Komplex mobilisiert 
bidirektional Nukleosomen in 10bp Schritten über lokale Ablösung der DNA von der 
Nukleosomenoberfläche (Hamiche et al., 1999; Schwanbeck et al., 2004) und ge-
währleistet somit eine Verschiebung des Nukleosoms entlang der DNA in eine ande-
re thermodynamisch stabile Position. Auch DNA bindende Faktoren bzw. benachbar-
te Nukeosomen können eine wichtige Rolle in der NURF-abhängigen Nukleosomen 
Remodellierung spielen, indem sie z.B. als Barrieren der Nukleosomenverschiebun-
gen fungieren (Kang et al., 2002).     
Die Arbeit von Bohla et al. (2014)legt nahe, dass CP190 an das DNA-bindende Insu-
latorprotein CTCF bindet und damit eine Plattform für die Rekrutierung des NURF-
Komplexes bildet. Diese Rekrutierung bewirkt eine lokale Modifikation der Chroma-
tinstruktur in Form einer verringerten Nukleosomendichte an Insulatorstellen. Funkti-
onell trägt dies zu einer effizienteren Enhancer-Blocker Aktivität der gebundenen In-
sulatorproteine (CTCF und CP190) bei und zu einer verbesserten Vermittlung tran-
skriptioneller Regulation an TSS über die erleichterte Rekrutierung von Faktoren der 
Transkriptionsmaschinerie. Auch bei der Dosiskompensation bei Drosophila spielt 
NURF eine essentielle Rolle als Regulator der Chromatinstruktur. Mutationen spezifi-
scher NURF-Komponenten resultieren in einer dramatischen Dekondensierung des 
männlichen X-Chromosoms und damit in einer erhöhten Expression bestimmter X-
chromosomaler Gene (Bhadra et al., 2005; Bai et al., 2007). 
Als dritten und letzten Proteinkomplex möchte ich den NSL-Komplex (nonspecific 
lethal) erläutern. Der NSL-Komplex wirkt im Genom von Säugern und Drosophila an 
zahlreichen Promoterregionen als Regulator der Transkription von Zielgenen, welche 
überwiegend Haushaltsgene repräsentieren (Feller et al., 2011). Frühere Studien be-
legen, dass die H4K16 Histonacetyltransferase MOF (male absent on first) mit dem 
NSL-Komplex assoziiert und zusammen kooperativ die Transkription reguliert. Dies 
konnte sowohl zytogenetisch über Immunfärbung als auch molekular über ChIP Ana-
lysen nachgewiesen werden (Raja et al., 2010). Der transkriptionelle Einfluss auf die 
Promoterregion könnte darin liegen, dass MOF die Chromatinstruktur über die Etab-
lierung von acetylierten H4K16 offen hält und somit die Rekrutierung von Komponen-




Mit Hilfe von NSL- bzw. MOF-Mutanten konnte gezeigt werden, dass die Promoter-
bindung von MOF vom NSL-Komplex abhängig ist und nicht umgekehrt. Weiterhin 
wurde bei NSL-Mutanten eine beeinträchtigte Rekrutierung der RNA Polymerase 2 
festgestellt, was darauf hindeutet, dass der NSL-Komplex bei frühen Schritten der 
Transkriptionsinitiierung beteiligt ist (Raja et al., 2010). Offen bleibt die Frage, wie der 
NSL-Komplex an die Promoterregionen der Zielgene bindet. Möglich wäre, dass der 
NSL-Komplex über Bindung an spezifische DNA Konsensussequenzen, über Interak-
tion mit Komponenten der Transkriptionsmaschinerie bzw. regulatorischen Proteinen 
oder über Erkennung spezifischer Histonmodifikationen an die entsprechende Pro-
moterregion bindet. 
Interessanterweise konnte auch eine signifikante Kolokalisierung des NSL-Komplex 
mit dem NURF Komplex festgestellt werden (Feller et al., 2011). Eine solche Interak-
tion konnte für die homologen Proteine in Xenopus auch genetisch nachgewiesen 
werden (Wysocka et al., 2006). Die Rekrutierung von NURF an NSL-spezifischen 
Promoterregionen könnte über die von MOF etablierten H4K16ac Modifikationen er-
folgen. In Säugern konnte diese spezifische Erkennung und Bindung des NURF-
Homologs an acetyliertes H4K16 nachgewiesen werden (Ruthenburg et al., 2011). 
Der NURF-Komplex, welcher an die Promoterregion von NSL-Zielgenen rekrutiert 
wird, könnte über den Mechanismus der Nukelosomenremodellierung an der Regula-
tion der Transkription dieser Gene involviert sein. 
Die oben beschriebenen Proteinkomplexe, welche spezifisch an Chromatin binden 
und Einfluss auf dessen Struktur ausüben repräsentieren lediglich eine kleine Aus-
wahl an Kandidaten. Die angeschnittenen komplexen Mechanismen mit denen diese 
Proteinkomplexe spezifisch wirken und interagieren verdeutlichen, dass für ein um-
fassenderes Verständnis der Chromatinstrukturierung weitere Analysen notwendig 
sind.    
 
1.2 Polytäne Chromosomen  
 
Der in dieser Arbeit genutzte Modellorganismus D. melanogaster gehört zur Gruppe 
der Diptera (Zweiflügler) und stellt ein holometabolisches Insekt dar, dass die Ent-
wicklungsstadien des Embryo, der Larve (3 Stadien), der Puppe bis zum adulten ferti-
len Insekt durchläuft. Die larvalen Stadien verläufen über vier Tage und sind durch 




wicht zunehmen. Dieses Wachstum wird in vielen larvalen Geweben durch eine Zu-
nahme der Zellmasse bzw. des Zellvolumens erreicht und nicht durch Zunahme der 
Zellzahl. Im Zusammenhang mit dem Zellwachstum steht eine Größenzunahme der 
Zellkerne, da sich die Chromosomen infolge eines abgewandelten Zellzyklus (Endo-
replikation) mehrfach replizieren ohne eine Kernteilung (Mitose) zu durchlaufen. Die 
Abwandlung besteht darin, dass die Zelle lediglich eine S- und G-Phase durchläuft 
und sich damit in Abwesenheit einer mitotischen Phase permanent in der Interphase 
befindet (Smith und Orr-Weaver, 1991; Zhimulev, 1999). Dieser Prozess der Endo-
replikation wird während der mittleren Embryogenese gestartet (Smith und Orr-
Weaver; 1991). Eine weitere Besonderheit der vervielfachten Chromatiden bildet ihre 
Chromatidenpaarung, wobei die amplifizierten Schwesterchromatiden der homologen 
Chromosomen Seite an Seite in einem Chromosom vereinigt werden. Die auf diese 
Weise gebildeten polyploiden Interphase-Chromosomen werden auch Riesenchro-
mosomen bzw. polytäne Chromosomen genannt. Polytäne Zellen treten in diversen 
Gewebetypen (z.B. Fettkörperzellen, Keimbahnzellen, abdominale Histoblasten, 
Malpighische Gefäße) unterschiedlicher Organismen (z.B. Insekten, Infusorien, Säu-
gern, Pflanzen) auf (Zhimulev, 1996). Diese Zellen spielen immer dann eine bedeu-
tende Rolle, wenn in speziellen Geweben oder in bestimmten Entwicklungsstufen 
eine hohe Aktivität eines bestimmten Organs (meist sekretorischer Funktion) benötigt 
wird.  
Wie aus dem Namen schon ersichtlich sind polytäne Riesenchromosomen viel grö-
ßer als normal und bereits unter dem Lichtmikroskop gut zu analysieren. Im dritten 
Larvenstadium von D. melanogaster bestehen die polytänen Chromosomen von 
Speicheldrüsen aus ungefähr 1000 parallel zu Bündeln angeordneten Schwester-
chromatiden und können somit eine Dicke von 2,8 – 4 µm erreichen. Der Polytänisie-
rungsgrad kann in Abhängigkeit von dem jeweiligen Gewebe bzw. Entwicklungssta-
dium und unterschiedlichen Zellen eines Organs (z.B. Speicheldrüse) variieren 
(Rasch et al., 1970; Zhimulev und Koryakov. 2009). Durch die exakt parallele Aus-
richtung der einzelnen homologen Chromatiden während der Polytänisierung ent-
steht ein charakteristisches Muster aus dichter gepackten Banden (> 30 nm) und 
weniger kondensierten Interbanden (10 nm) (Beermann 1972; Rykowski et al., 1988) 
(Abb. 3). Aufgrund dieses unterschiedlichen Kondensierungsgrades erscheinen im 
Phasenkontrast die Banden dunkel und die Interbanden hell. Das charakteristische 




schon frühzeitig die Erstellung von Chromosomenkarten ermöglicht (Bridges, 
1935,1938; Sorsa und Sorsa, 1967; Sorsa, 1988; Ashburner, 1998). Infolge des ho-
hen Konservierungsgrades dieses Banden/Interbanden-Musters kann man mit Hilfe 
vergleichender Analysen unterschiedlicher Spezies sogar Aussagen zu deren evolu-
tionärer Verwandschaft treffen. Der Grad der Übereinstimmung ist dabei ein Indikator 
für die evolutionäre „Entfernung“ (Schaeffer et al., 2008).      
 
 
Abb. 3: Lichtmikroskopische Aufnahme der polytänen Chromosomenarme (2L, 2R, 
3L, 3R, 4, X) ausgehend vom heterochromatischen Chromocenter bei D. melanogas-
ter. (Quelle: Principles of Genetics (Biol2250)) 
 
 
Veränderungen dieses Musters sind vor allem bedingt durch entwicklungsabhängige 
Veränderungen der Genexpression. Wird ein Gen innerhalb einer Bandenregion ge-
websspezifisch bzw. zu einem bestimmten Zeitpunkt der Entwicklung aktiviert, ver-
ändert sich die chromosomale Struktur und es kommt zu einer lokalen Aufspiralisie-
rung der DNA. Die dabei entstehende Chromatinstruktur wird aufgrund ihrer diffusen 
und aufgeblähten Erscheinung als „Puff“ bezeichnet (Ashburner, 1967). Besonders 
stark transkribierte Regionen bilden lokal extrem aufgelockerte und demzufolge sehr 




die strukturelle Integrität angrenzender Domänen beeinflussen. Diese Strukturen 
werden gemäß ihrem Entdecker Balbiani-Ringe (Beermann, 1971) genannt. Balbiani 
Ringe bei Chironomus treten lediglich in Zellen von Speicheldrüsen auf (Beermann, 
1952, 1962, 1963). Durch Licht- und Elektronenmikroskopische Strukturanalysen 
wurde entdeckt, dass sich die DNA innerhalb eines „Puffs“ zu individuellen Filamen-
ten auflockert und dabei Schleifenstrukturen bildet. „Puff“ Strukturen bis hin zu ihrer 
extremen Erscheinung als Balbiani Ringe können auch artifiziell erzeugt werden, in-
dem die transkriptionelle Aktivität eines Gens induziert wird. Diese Induktion kann 
z.B. endogen mittels Röntgenstrahlung und Hitzeschock oder bei bestimmten Trans-
genen mittels des UAS/GAL4-Systems erfolgen.   
Die polytänen Chromosomen in den Speicheldrüsen von Drosophila bestehen aus 5 
langen Armen (telozentrisches Gonosom X und den Armen der metazentrischen Au-
tosomen 2L,2R,3L und 3R) und einem kurzen Arm (telozentrisches Chromosom 4). 
Alle Arme vereinigen sich mit ihrem Zentromerbereich in einem heterochromatischen 
Chromozentrum, in das beim Männchen auch das heterochromatische Y-Chromosom 
eingeschlossen wird. Derzeit sind etwa 5000 Banden bzw. Interbanden bekannt 
(Saura et al., 1996), welche mit Hilfe hochauflösender Elektronenmikroskopie kartiert 
wurden. Seitdem entdeckt wurde, dass die Anzahl der Gene (~13600 Gene) weit hö-
her ist als die Zahl der Banden bzw. Interbanden ist man von der Vorstellung abge-
kommen, dass jede Banden/Interbanden-Einheit nur ein Gen verkörpert (Judd, 1998, 
Hall et al., 1983; Adams et al., 2000). Desweiteren ergab eine vergleichende Analyse 
einer ~2,6 Mb großen kartierten Region des X-Chromosoms keine eindeutige Korre-
lation zwischen der Anzahl der darin befindlichen Gene und der Anzahl der Banden- 
bzw. Interbandendomänen (Benos et al., 2001). Manche Autoren vermuten daher, 
dass es weit mehr Banden und Interbanden gibt als bisher nachgewiesen sind und 
diese nur infolge der begrenzten mikroskopischen Auflösung nicht identifiziert werden 
konnten (Rykowski et al., 1988). Auch bei der Bestimmung des DNA-Gehalts von 
Banden und Interbanden gibt es Unterschiede. Banden haben nach cytophotometri-
schen Messungen einen durchschnittlichen DNA-Gehalt von 5 -100 kb und machen 
ungefähr 95% der genomischen DNA aus. Die übrigen 5% werden von den Interban-
den eingenommen, welche durchschnittlich 0,3 – 0,4 kb DNA enthalten sollen (Ry-
kowski, 1988; Demakov et al., 2004; Beermann 1972; Sorsa 1984; Zhimulev 1996). 
Laird hingegen nutzte die Bestimmung der Trockenmasse von Banden und Interban-




Banden 75% und in Interbanden 25% des Interphasechromatins ausmachen (Laird, 
1980).  
Die genaue Bedeutung der Banden bzw. Interbanden hinsichtlich ihrer transkriptio-
nellen Eigenschaften und der Bildung funktioneller Einheiten ist ebenfalls noch nicht 
genau bekannt (Demakov et al., 1993). Man geht davon aus, dass Banden im Ge-
gensatz zu Interbanden und Puffs transkriptionell wenig aktiv sind. Diese Annahme 
wird unterstützt durch Identifizierung von Topoisomerasen (Fleischmann et al., 1984), 
RNA-Polymerase II (Jamrich et al., 1977), 3H-Uridin, genregulatorischer Sequenzen 
(Semeshin et al., 1979) und diverser Transkriptionsfaktoren (Kaplan et al., 2000; Lis 
et al., 2000), die spezifisch in Interbanden lokalisiert sind.  
Das Banden/Interbanden-Muster lässt auf das Vorhandensein von boundary Elemen-
ten schließen, die diese zwei Domänen klar und stabil voneinander trennen. Die mo-
lekulare Beschaffenheit dieser boundary Elemente und ihre funktionelle Rolle in der 
Bildung und Aufrechterhaltung dekondensierter Chromatinstrukturen (Interbanden) ist 
bis heute noch nicht im Detail verstanden. Diesbezüglich fehlt es derzeit an geeigne-
ten Methoden die genauen Grenzregionen zwischen Banden und Interbanden zu 
kartieren. Lediglich zwei polytäne Bandendomänen (10A1-2 und 75C1-2) und eine 
Interbandendomäne (3C6-7) wurden auf eine Genauigkeit von ~5 kb relativ präzise 
kartiert.  
 
1.3 Funktionelle Organisation in polytänen und diploiden Chromosomen 
 
Polytäne Chromosomen stellen im Vergleich zu Interphasechromosomen diploider 
Zellen hinsichtlich ihrer Größe und Stabilität eine Besonderheit dar und bieten daher 
seit langem ein hervorragendes Modellsystem für molekulargenetische und zytologi-
sche Untersuchungen. 
Trotz einer Vielzahl an detailierten Studien mit polytänen Chromosomen bleibt eine 
große Wissenslücke, was die funktionelle und strukturelle Ähnlichkeit der Chromatin-
organisation in polytänen und diploiden Zellen anbetrifft. Lange Zeit blieb völlig offen, 
ob diploide Interphasechromosomen analoge Strukturen zu dem Ban-
den/Interbandenmuster der polytänen Chromosomen bilden. Kürzliche Studien unter 
Verwendung genomweiter Bindungsprofile charakteristischer molekularer Marker in 
diploiden Zellen lassen vermuten, dass die funktionelle Organisation von polytänen 




Wie in 1.1.3 bereits erwähnt ist das Interphasechromatin sowohl in diploiden Zellen 
als auch in polytänen Zellen in topologisch und funktionell geschlossene Schleifen-
domänen organisiert. Somit stellt die Schleifenbildung ein generelles Motif der Chro-
matinorganisation dar, auch wenn die Chromatindomänen einer lokalen Dynamik von 
zell- oder entwicklungsspezifischer Genexpression unterliegen (Blanton et al., 2003, 
Murrell et al., 2004, Palstra et al., 2003; Peric-Hupkes et al., 2010; Sexton et al. 
2009; Tolhuis et al., 2002). Diese einheitliche Organisation von Chromatindomänen 
wurde mittlerweile durch neuere Studien auch auf molekularer Ebene ergänzt (Vatoli-
na et al., 2011; Demakov et al., 2011; Zhimulev et al., 2014). Genomweite Studien 
über Chromatinimmunpräzipitation (ChIP) umfassen die Lokalisierung epigenetischer 
Marker wie z.B. Proteinbindungen und Histonmodifikationen und sind In Datenban-
ken verfügbar (z.B. modENCODE). Diese Marker definieren den lokalen epigeneti-
schen Zustand des Chromatins und spiegeln somit den Grad der Kondensierung, 
sowohl in polytänen als auch in diploiden Interphasechromosomen wieder. Aus die-
sem Grund ist eine Analyse der molekularen Bindungsprofile epigenetischer Marker 
von besonderer Bedeutung und ermöglicht Vergleiche der Struktur chromosomaler 
Domänen in verschiedenen Zelltypen.  
Im Falle der offenen Interbanden-Chromatinstruktur konnte die Rekrutierung von 
Nukleosom-„Remodeller“ Proteinen wie Brahma, TRX (Demakov et al., 2011) und der 
H3S10-Kinase Jil-1 (Wang et al., 2001), Isolator Proteinen wie BEAF32AB, CP190 
und dCTCF (Van Bortle und Corces, 2012) und interbandenspezifischen Proteinen 
unbekannter Funktion wie Chriz (Gortchakov et al., 2005; Rath et al., 2006) und Z4 
(Eggert et al., 2004) bereits immunzytologisch nachgewiesen werden und lässt eine 
mögliche Rolle in der Bildung und Aufrechterhaltung dekondensierten Chromatins 
vermuten. Neben der Bindung typischer Proteinkandidaten ist das Interbandenchro-
matin auch für spezifische Histonmodifikationen wie zum Beispiel H4K16Ac, 
H3K9Ac, H3K4Me3 und H3S10Ph (Vatolina et al., 2011; Demakov et al., 2011) ange-
reichert, welche ebenfalls essentiell für die Ausbildung von dekondensiertem Chro-
matin sein könnten. Ein Vergleich dieser Marker in polytänen Interphasechromoso-
men mit den aus genomweiten Datenbanken gewonnenen Bindungsprofilen (z.B. 
modENCODE) für diploide Zellen kann Korrelationen zwischen Chromatinabschnitten 
unterschiedlicher Kondensation aufdecken. Für eine genaue Bestimmung der Domä-
nengrenzen innerhalb des Banden/Interbanden Musters und damit für eine präzise 




zytologische Methoden in ihrer Auflösung nicht ausreichend (Vatolina et al., 2011). 
Hierzu bedarf es moderner hochauflösender Techniken wie z.B. der Chromatin-
Immunpräzipitation (ChIP) mit deren Hilfe spezifische Proteine oder Histonmodifikati-
onen entweder genomweit oder lokal in polytänen als auch nicht-polytänen Geweben 
präzise kartiert werden können. Die daraus gewonnen Bindungsprofile geben in Ver-
bindung mit zytogenetischen Kartierungsmethoden (z.B. FISH) und bereits gewon-
nen Erkenntnissen über Interbandenspezifische Proteine, Isolatorproteine und Histo-
nmodifikationen Aufschluss über die Position der Domänengrenzen und den Grad 
der Konservierung der chromosomalen Organisation in verschiedenen Zelltypen. Ne-
ben diesen Korrelationen zwischen molekularer Zusammensetzung und Struktur 
werden aber künftig vermehrt experimentelle Ansätze notwendig sein um den Zu-
sammenhang zwischen chromosomaler Struktur und Funktion zu testen.    
 
1.4 ФC31 Sequenz-spezifische Rekombination  
 
Für die Erforschung der Vorgänge bei Bildung und Aufrechterhaltung chromosomaler 
Domänen sind Methoden notwendig, die eine lokale Veränderung des Chromatins 
ermöglichen. Eine Möglichkeit zur Generierung dieser Veränderung ist die Sequenz-
spezifische Rekombination, mit deren Hilfe die zu untersuchenden Sequenzen ge-
zielt in das eukaryotische Genom integriert werden können. Eine Methode dieser Se-
quenz-spezifischen Rekombination ist das Streptomyces-Phagen-System (ФC31) 
(Thorpe und Smith, 1998). Dieses System verwendet eine Sequenz-spezifische Se-
rin-Rekombinase, die  ФC31-Integrase. Dieses Enzym gehört zur Familie der Resol-
vasen/Invertasen und verfügt über eine konservierte N-terminale katalytische Domä-
ne (Grindley, 2002; Johnson, 2002). Die Sequenz-spezifische Rekombination erfolgt 
durch Bindung der Integrase an ihre jeweiligen Erkennungssequenzen (targets). Im 
Fall der ФC31-Rekombination sind dies die sogenannten attachment-Stellen (att-
Sequenzen), bestehend aus der attB-Sequenz (bacterial, 34 bp) und der attP-
Sequenz (phage, 39 bp) (Kuhstoss und Rao, 1991; Groth et al., 2000; Combes et al., 
2002). Der Streptomyces-Phage hat sich diesen rekombinativen Mechanismus zu 
Nutze gemacht, indem er über die integrative Rekombination ins bakterielle Wirtsge-
nom (Streptomyces coelicolor) integriert und danach lysogen vermehrt und verbreitet 
wird (Smith et al., 2004). Bei der Integration erfolgt ein durch die Integrase katalysier-




der bakteriellen attB-Wirtssequenz unter Bildung der Rekombinationsprodukte attL 
und attR (Thorpe et al., 2000). Die Substrate (attP und attB) werden bei diesem Vor-
gang räumlich zusammengebracht und bilden eine Synapsenstruktur (Abb. 4 A). An-
schließend werden alle vier DNA-Stränge jeweils an der 2 bp großen Crossover-
Sequenz synchron geschnitten und reziprok ausgetauscht. Beim Strangaustausch 
bildet die Hydroxylgruppe eines konservierten Serin-Restes (S10) der Integrase zu-
sammen mit dem geschnittenen 5´Phosphat-DNA Ende an der Crossover-Seite eine 
transiente Phosphoserine-Bindung, welche der Serin-Rekombinase ihren Namen gibt 
(Ghosh et al., 2003; Smith et al., 2004). Nach dem gegenwärtigen Kenntnisstand er-
folgt der eigentliche Strangaustausch durch eine 180° Rotation von zwei der insge-
samt vier Integrase-Untereinheiten, welche kovalent mit den geschnittenen DNA-
Strängen verbunden sind (Abb. 4 B). Anschließend werden die komplementären 
DNA-Sequenzen an der Crossover-Seite miteinander verknüpft (Stark et al., 1992; 
Nöllmann et al., 2004; Li et al., 2005; Kamtekar et al., 2006). Aufgrund eines asym-
metrischen Schnitts innerhalb der Crossover-Stelle erfolgt die Neuverknüpfung der 
att-Sequencen nach folgendem Muster: Der linke Arm einer att-Sequenz verbindet 
sich immer mit dem rechten Arm seiner Partner-Sequenz unter Bildung der Hyb-
ridsequenzen attL und attR (attL=attBlinks/attPrechts bzw. attR=attPlinks/attBrechts) (Abb. 4 
C). Beim Übergang vom lysogenen zum lytischen Zyklus wird das Phagengenom 
über exzisive Rekombination aus dem Wirtsgenom herausgeschnitten und vermehrt 
sich in diesem Zustand aktiv extrachromosomal. Hierfür ist neben der Integrase auch 
das Hilfsprotein Xis notwendig, welches in vitro nicht vorliegt (Azaro et al., 2002; 
Ghosh et al., 2006). Deshalb kann in in vitro Experimenten die Integrase nur die Re-
kombination zwischen attP und attB katalysieren und ist bei allen anderen att-
Kombinationen inert (z.B. attB-attB; attP-attP; attL-attR). Aus diesem Grund stellt die 
ФC31 katalysierte Rekombination einen unidirektionalen Vorgang dar (Thorpe und 
Smith. 1998; Thorpe et al., 2000; Gupta et al., 2007), der zum Zwecke der stabilen 
Integration von DNA-Sequenzen breite Anwendung in der experimentellen For-
schung findet (Olivares et al., 2001,2002; Andreas et al., 2002; Ortiz-Urda et al., 
2002; Stoll et al. 2002; Belteki et al., 2003). Eine Variante der rekombinativen Integra-
tion von DNA-Sequenzen stellt der „Rekombinase vermittelte Kassetten Austausch“ 
(Recombinase mediated cassette exchange = RMCE) dar (Bateman et al., 2006). 
Der Vorteil gegenüber der „einfachen“ ФC31-Integration, welche lediglich die Re-




lysiert ist, dass ausschließlich die Sequenz von Interesse integriert wird und keine 
zusätzlichen Sequenzen wie z.B. die Vektor-DNA. 
Der Vorteil der ФC31-Rekombination gegenüber der P-Element vermittelten Keim-
bahntransformation besteht darin, dass die transgene Sequenz zielgerichtet und mit 
hoher Effizienz in einen definierten Locus inseriert werden kann. Eine Landestelle für 
zielgerichtete Insertion in dieselbe chromosomale Position kann über die Verwen-
dung attP tragender P-Elemente ins Genom eingebaut werden. Alternativ sind bereits 
verschiedene Drosophila Stämme verfügbar, die an definierten Stellen im Genom 
solche attP Stellen bereits integriert haben. Dadurch eröffnet sich die Möglichkeit Va-
rianten ein und derselben Sequenz in denselben Ort zu integrieren und zu untersu-
chen, wobei variable Einflüsse von Positionseffekten verhindert werden. Insbesonde-
re bei Vergleichsstudien der Expression unterschiedlicher Gene ist ein Ausschluss 
von Positionseffekten notwendig (Gortchakov et al., 2003; Levis et al., 1985).  
Neben der Anwendung in Drosophila Embryonen findet das ФC31-System auch Ein-
satz in anderen Zellen bzw. Modellorganismen wie z.B. Säugerzellen, Embryonen 
von Xenopus laevis und dem Moskito Aedes aegypti (Fish et al., 2007; Groth et al, 
2000; Thyagarajan et al., 2001; Olivares et al., 2002; Ortiz-Urda et al., 2002,2003). In 
früheren Studien konnte gezeigt werden, dass im Genom von Maus, Mensch und 
Drosophila sogenannte „Pseudo attP“ Kassetten auftreten, welche von der Integrase 
erkannt werden und folglich eine Rekombination stattfinden kann. Diese „Pseudo-
attP“ Stellen weisen eine 30-45% identische DNA-Sequenz zu den „normalen“ attP-
Stellen auf und stehen, wenn auch nur geringfügig, in Konkurrenz zu den transgen 
eingefügten attP-Landeseiten (Thyagarajan et al., 2001; Olivares et al., 2002; Groth 
et al., 2004). Solche „Pseudo“ attP Stellen sind jedoch nur bei größeren Genomen 




Abbildung 4: Mechanismus der ortsspezifischen Rekombination mittels ФC31. 
A  Bindung der Integrase an die jeweiligen att-Sequenzen (attP und attP) unter 
Bildung einer Synapsenstruktur.        
B   Synchroner Schnitt aller 4 DNA-Stränge innerhalb der Crossover-Site unter 
Bildung einer Phosphoserin-Brücke zwischen den 5´Phosphat-DNA Enden und eines 
Serin-Restes der Integrase (S10). Reziproker Strangaustausch infolge einer 180° 
Rotation von 2 Integrase-Untereinheiten. 
C   Religation der reziproken DNA-Stränge unter Bildung der Rekombinationspro-
dukte attL und attR und deren abschließende Dissoziation. 
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1.5 Gegenstand der Arbeit 
Bislang sind durch wenige Einzelstudien, aber vorallem durch genomweite Ansätze 
chromosomale Domänen hinsichtlich ihres globalen Aufbaus, der Proteinbindung und 
Chromatinstruktur, und der räumlichen Abfaltung mehr oder weniger detailliert be-
schrieben worden. Untersuchungen ergaben wertvolle Hinsweise auf die mögliche 
Funktion der beteiligten Komponenten. Derzeit gibt es aber noch kein experimentel-
les System mit dem es möglich ist mit einem unvoreingenommenen Ansatz die Ei-
genschaften spezifischer Domänen zu untersuchen und somit die aus den globalen 
Ansätzen gewonnenen Hinweise direkt zu überprüfen.  
In meiner Arbeit versuche ich ein solches experimentelles System zu etablieren. 
Nachfolgend sind die Ziele meiner Arbeit dargestellt: 
1.) Es soll eine Rekombinationskassette in kondensierter Abschnitte des Genoms 
von Drosophila eingefügt werden, die es erlaubt die Vorraussetzungen für die Bil-
dung offener Chromatindomänen zu testen. 
2.) Über sequenzspezifische Rekombination (PhiC31) sollen ausgewählte DNA-
Abschnitte der Interbandenregion 61C7/8 gezielt in diese Rekombinationskassette im 
Genom von Drosophila eingefügt werden. 
3.) Der lokale Effekt auf die Chromatinstruktur sowie auf Proteinbindungen an der 
ektopischen Position sollen mit dem endogenen 61C7/8 Lokus verglichen werden. 
4.) Durch Varianten der inserierten 61C7/8 DNA soll nach DNA Abschnitten gesucht 
werden, die essentiell für die Bildung offenen Chromatins sind.      
Als Ergebnis hoffe ich Hinweise auf den Mechanismus zu erhalten, wie über DNA 
Elemente, daran bindende Proteine und deren etablierte Histonmodifikationen die 





2. Materialien und Methoden 
 
2.1 Molekularbiologische und genetische Standardmethoden 
 
2.1.1 Chemikalien, Enzyme und Kits 
 
Sämtliche Enzyme und Reagenzien wurden von Thermo Scientific (Fermentas) und 
New England Biolabs (NEB) bezogen. Die Oligonucleotide für die jeweiligen PCR´s 
wurden bei der Firma TIB MOLBIOL oder SMB synthetisiert und sind in Tabelle 1 
aufgelistet. Molekularbiologische Standardkits wurden von den Firmen Qiagen, 
Peqlab und ZymoResearch unter Verwendung der beiliegenden Herstellerprotokolle 
durchgeführt. Die Generierung der DNA-Sonden für die in situ Hybridisierung erfolgte 
mit Hilfe des Biotin-Nick Translation Mix (BNT-MIX) der Firma Roche. Zur Anfärbung 
der DNA sowohl für die in situ Hybridisierung als auch für die Immunfärbung wurde 
der Hoechst-Farbstoff  H33258 (Bisbenzimidin H 3xH2O) der Firma Serva genutzt. 
Die hybridisierten Biotin-markierten DNA-Proben wurden mit Anti-Biotin Streptavidin 
TR von der Firma Invitrogen angefärbt. Für die quantitative Real-time PCR wurden 
die Zielsequenzen mittels dem Power SYBR Green PCR Master Mix von Applied 
Biosystems amplifiziert. Die Herstellung von Puffern und Lösungen erfolgte unter 
Verwendung der dem Labor zur Verfügung stehenden Chemikalien der Firmen 
MERCK, SERVA und ROTH. Alle mikroskopischen Auswertungen erfolgten unter 




Folgende Oligonucleotide wurden für Klonierung, inverse PCR, qRT-PCR und 
diagnostische Test-PCR verwendet: 
 
Tabelle 1 
Name Sequenz 5´-3´ Bemerkungen 
pUAST-NattBw 
N3,9-F acgccgcggattatatatctgttggat  - über Sac2/BamH1 (~3,9 kb)  
N3,9-R acgggatccgtgggttattttactttg - Notch-Bandensequenz 
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N5,1-F acgggatcccgagatccaagagtctta - über BamH1/Sma1 (~5,1 kb)  
N5,1-R acgcccgggaatgagaaaattacacgc - Notch-Bandensequenz 
N4,0-F acggaattcacatttaacttgcgccag  - über EcoR1/Xho1 (~4,0 kb)  
N4,0-R actggtaccacataccgaacaagcagc - Notch-Bandensequenz 
WattB-F acggaattcgtcgacgatgtaggtca - über EcoR1 (~4,5 kb)  
WattB-R acggaattcagtacgaaatgcgtcgtt 
- white-Reportergen, Bandensequenz, 
attB-Seite 
pattP61Cdp 
61Cp-F acgggtaccattcgctctttcagcg - über HindIII/Kpn1 (~4,0 kb) 
61Cp-R acgaagcttagtagccgccctgaaaag - prox. Fragment der 61C7/8 Interbande
61Cd-F acggagctccttttgccatcgaatcgg - über Sac1/Kpn1 (~5,0 kb) 
61Cd-R acgggtaccatgtg gtcagcatcggc - dist. Fragment der 61C7/8 Interbande 
GFP-F catgcggccgcctcaagcttcgaattctgca - über Not1 (~1,0 kb) 
GFP-R 
aatgcggccgcatctagagtcgcggccgct








- prox. 61C7/8 mit deletiertem Promoter 
1 (~490 bp) 
61C∆P2-
F 




- prox. 61C7/8 mit deletiertem Promoter 
2 (~160 bp) 
pattP3C 
3C-F atagggcccttctgattcaagcggtgtg - über Apa1/Xho1 (~2,6 kb) 
3C-R acgctcgagactcggctttcgtctcactc - 3C6/7 Interbandensequenz 
GFP-F/R siehe Konstrukt pattP61C   
inverse PCR 
Pry1 ccttagcatgtccgtggggtttgaat - inverse PCR 
Pry4 caatcatatcgctgtctcactca - für das terminale 3´-P-Element (PEP) 
Plac1 cacccaaggctctgctcccacaat - inverse PCR 




- Sequenzierprimer für Plac1/Pwht1-
Fragment   
3´Spep1 gacactcagaatactattc   
- Sequenzierprimer für Pry4/Pry1-
Fragment 
qRT-PCR 
qGFP-F aggagcgcaccatcttcttc - für Quantifikation der GFP-Expression
qGFP-R gtcctccttgaagtcgatgc - 119 bp Fragment 
qRev1-F tgtgagcggataacaatttca 
- für Quantifikation der Rev1-
Expression 
qRev1-R cattgtacataaaccaaacctgc - 100 bp Fragment 
qAct-F agcggataactagaactactcc 
- endogene Kontrolle für alle qRT-
PCR´s 





Folgende Antikörper und eingesetzte Verdünnungen wurden für die 
immunzytologische Analyse benutzt: 
 
Tabelle 2 
Name Tier Quelle Verdünnung Bemerkungen 
primäre Antikörper 
anti-Chriz Kaninchen Biogenes  1:1000 Kaninchen Antiserum 
anti-Jil1 Kaninchen Biogenes  1:1000 Kaninchen Antiserum 
anti-CP190 Maus Biogenes  10µg/ml 
monoklonaler Ak Bx63 
Zellkulturüberstand Maus 
anti-BEAF Kaninchen Biogenes  1:1000 Kaninchen Antiserum 
anti-Z4 Kaninchen Biogenes  1:1000 Kaninchen Antiserum 
anti-RNAPol2 Maus 
Prof. Ana 







Ziege Invitrogen  1:1000 




Ziege Invitrogen  1:1000 




Ziege Invitrogen  1:1000 




Ziege Invitrogen  1:1000 






Sowohl für die Synthese von Plasmid-DNA im Mini- oder Midi-Maßstab als auch zum 
Zwecke des Klonierens wurde das „Z-competent E-coli Transformation Kit & Buffer 
Set“ (Zymo Research) in Verbindung mit dem Escherichia coli Stamm XL1-Blue 





Die in dieser Arbeit genutzten Fliegenstämme unter Angabe der jeweiligen 
Mutationen und des Verwendungszweckes sind in folgender Tabelle aufgelistet: 
 
Tabelle 3 
Name Marker Chr. Bemerkungen 
WT-Oregon 
R 
 / / - Wildtyp  
Tft/Cyo 
- „curly“ Flügel (Cyo) 
- „tufted“ Borsten (Tft) 
2 - Balancer für 2. Chr. 
TM3/TM6 
- “tubby” Larven (TM6) 
- “stubble” Borsten 
3 - Balancer für 3. Chr. 
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  (TM3) 
- in Kombination 
 „ebony“ 
FM7 
- „bar“ Augen (FM7) 
- „forked“ Borsten 
  (FM7) 
X - Balancer für X-Chr. 
Δ2-3Ki - „kinked“ Borsten (Ki) 3 
- Transposasequelle in Keimbahn und   
  somatischen Zellen aktiv 
- regulatorisches zweites Intron deletiert 
G231.1-
GAL4 
- rote Augen (mini- 
  white+) 
2 
- GAL4-Treiberlinie spezifisch für Spei- 
  chel  drüsen 
G61-GAL4 
- rote Augen (mini- 
  white+)  
X 
- GAL4-Treiberlinie spezifisch für Spei- 
  chel  drüsen 
∆fa(swb) 
- rote Augen (mini- 
  white+)  
X 
- für 3C6/7 Amplifikation mit fa(swb) 





- GFP im Nervensys    
  tem (Larven), Augen 
  (Adult) 
4 
  
- ФC31 Integrase exprimiert unter vasa 
  Promoter 
  
  
w1118 - weiße Augen (white–) X 
- für P-Element vermittelte   Keimbahn- 




2.2 Konstruktion von Plasmidvektoren 
 
2.2.1 Konstruktion von pUAST-NattBw 
 
Für die Assemblierung des Notch-white Banden-Konstrukts (pUAST-NattBw) wurden 
zufällig ausgewählte Notch-Sequenzen mittels PCR aus genomischer DNA von Dro-
sophila amplifiziert und in den Vektor pBluescript in nachstehender Reihenfolge klo-
niert. Das 3,9 kb große Sac2/BamH1 Notch-Fragment wurde unter Verwendung der 
Primer N3,9-F/N3,9-R kloniert. Die Klonierung des 5,1 kb großen BamH1/Sma1 
Notch Fragments erfolgte mit Hilfe der Primer BamH1/Sma1 und für das 4,0 kb große 
EcoR1/Xho1 Notch Fragment wurden die Primer N4,0-F/N4,0-R genutzt. Das white-
attB Fragment, welches neben der Bandengenerierung auch als Reportergen fun-
giert und die attB-Kassette zur Verfügung stellt, wurde aus pUASTB (Groth et al., 
2004) mittels der Primer WattB-F/WattB-R amplifiziert und über EcoR1 kloniert. Die 
gesamte Vektorsequenz (~17,3 kb) bestehend aus drei Notch-Sequenzen und einer 
white-attB Sequenz wurde mittels Kpn1/Sph1 Verdau aus dem pBluescript Vektor 
herausgeschnitten und in den Vektor pUAST hineinkloniert. 
  
2.2.2 Konstruktion von pattP61Cdp 
 
Für die Konstruktion des Interbanden Vektors pattP61Cdp wurde das proximale und 
das distale Ende der 61C7/8 Interbande aus der genomischen DNA von Drosophila 
mittels PCR amplifiziert und in den pTAattP Vektor (Groth et al., 2000) in nachste-
hender Reihenfolge kloniert. Das 4 kb große proximale 61C7/8 DNA Fragment wurde 
mit Hilfe der Primer 61Cp-F/61Cp-R amplifiziert und über HindIII/Kpn1 kloniert. Da-
rauffolgend wurde das 5 kb große distale 61C7/8 DNA Fragment unter Verwendung 
der Primer 61Cd-F/61Cd-R über Sac1/Kpn1 kloniert. Das UAS/GFP Reportergen 
wurde mit den Primern GFP-F/GFP-R aus dem Vektor pUAS-GFP amplifiziert und 
über Not1 kloniert. Das in diesem Klonierungsablauf erhaltene pTAattP-
Zwischenprodukt, welches lediglich das proximale Fragment trägt diente später als 







2.2.3 Konstruktion von pattP61C∆d und pattP61C∆p 
 
Die Generierung der pattP61C∆d/-∆p Deletionskonstrukte erfolgte durch Ausschnei-
den spezifischer Fragmente innerhalb des 61Cdistalen bzw. 61Cproximalen Bereichs 
mittels Restriktionsverdau und darauffolgender Religation. Im Falle der ~2,7 kb gro-
ßen distalen Deletion erfolgte dies über einen Hpa1/BstZ17I Verdau und für die ~2,3 
kb große proximale Deletion über einen SnaB1/Swa1 Verdau. Die Auswahl der dele-
tierten Bereiche erfolgte auf Basis der modENCODE Analyse hinsichtlich spezifischer 
molekularer Eigenschaften innerhalb der proximalen bzw. distalen 61C7/8 Region 
(z.B. Proteinbindungen und Histon-Modifikationen).      
 
2.2.4 Konstruktion von pattP61C∆P1, pattP61C∆P2 und pattP61C∆P1+2 
 
Die spezifische Deletion potentieller Promoterbereiche im gentragenden proximalen 
61C7/8 Fragment erfolgte unter Zuhilfenahme des „McPromoter Prediction Server“ 
und des „Promoter 2.0 Prediction Server“. Aufgrund der Vorhersagen dieser zwei 
Programme erfolgte die Deletion von zwei potentiellen Promotersequenzen. Für die 
Entfernung des Promoter 1 wurde mit Hilfe der 5´phosphorilierten Primer 61C∆P1-
F/61C∆P1-R die gesamte Sequenz des pattP61Cdp Vektors mit Ausnahme des Pro-
moterbereichs amplifiziert und folgend „blunt-end“ religiert. Nach dem gleichen Vor-
gehen erfolgte auch die Deletion des Promoter 2 unter Verwendung der Primer 
61C∆P2-F/61C∆P2-R. Für die Konstruktion des Vektors, welcher in beiden Promo-
tersequenzen deletiert ist, diente das Konstrukt mit der Promoter 1 Deletion als Mat-
rize für die Promoter 2 Deletion. 
 
2.2.5 Konstruktion von pattP3C und pattP3C∆fa(swb) 
 
Für die Assemblierung des 3C6/7 tragenden Interbandenkonstrukts pattP3C wurde 
das ~2,6 kb große 3C6/7 Fragment aus genomischer Drosophila DNA unter Verwen-
dung der Primer 3C-F/3C-R amplifiziert und folgend über Apa1/Xho1 in den pTAattP 
Vektor kloniert. Das Einfügen des UAS/GFP Reportergens erfolgte wie auch für das 
61C7/8 Konstrukt mit Hilfe der Primer GFP-F/GFP-R über Not1. Für die Generierung 




die Interbandensequenz aus genomischer DNA der fa(swb) Drosophila-Mutante 
amplifiziert und über die gleichen Restriktionsstellen kloniert wie bei pattP3C. 
 
2.2.6 Konstruktion von pattPNw-co und pattPempty-co 
 
Das pattPempty-co Kontrollkonstrukt wurde assembliert durch Klonierung des Not1 
UAS/GFP Reportergenfragments in den pTAattP Vektor unter Verwendung der Pri-
mer GFP-F/GFP-R. Für den Kontrollvektor pattPNw-co wurde mittels Sac1 Restrikti-
onsverdau ein ~5,6 kb großes Notch-Fragment aus dem Bandenvektor pUAST-
NattBw herausgeschnitten und in den pattPempty-co Vektor kloniert. Anschließend 
wurde ein ~4,7 kb großes Notchfragment kloniert welches mittels BstZ17I abermals 
aus pUAST-NattBw herausgeschnitten wurde.   
 
2.3 Anzucht und Haltung der Fliegen 
 
Die Anzucht und Haltung der Drosophila Stämme erfolgte auf einem Standardmedi-
um. Dazu wurden 85 g Agar mit 8 l Leitungswasser aufgekocht und 766 g Maisschrot 
hinzugegeben. In zusätzlichen 2 l Leitungswasser wurden 100 g Sojamehl, 180 g 
Trockenhefe, 408 g Zuckerrübensirup und 816 g Malzextrakt gelöst und folgend zu 
der Agarlösung gegeben. Nachdem das Gemisch aufgekocht wurde, ließ man es auf 
ca. 70 °C abkühlen und um Bakterienwachstum zu verhindern wurden 6 g Nipagin 
(gelöst in 10 ml Ethanol) sowie 45 ml Propionsäure hinzugefügt. Die etablierten Flie-
genstämme wurden für gewöhnlich bei 18 °C und Fliegenkreuzungen bei 25 °C ge-
halten. Zum Zwecke der Keimbahntransformation wurden Embryonenablagen auf 
einem speziellen Traubensaftagarmedium angesetzt. Das Saftmedium wurde wie 
folgt hergestellt. In 250 ml Wasser werden 10 g Agar, 83,25 ml Traubensaft und 4,15 
g Saccharose hinzugegeben und in der Mikrowelle aufgekocht. Nachdem das Medi-
um auf ca. 60 °C abgekühlt war, wurde es um Bakterien und Pilzbefall zu verhindern 
mit 0,9 g Nipagin versetzt und in kleine Petrischalen gegossen. Für Embryonenabla-








2.4 P-element vermittelte Keimbahntransformation 
 
Die Generierung transgener Fliegenlinien erfolgte durch DNA-Injektion in  den poste-
rioren Pol 0-30 min alter dechorionisierter Fliegenembryonen mittels einer Glaskapil-
lare nach der Methode von Rubin und Spradling (1982). Die Entfernung des Chorions 
erfolgte durch eine 3 minütige Inkubation der Embryonen in einer Lösung aus Emb-
ryosaline und handelsüblichen Klorix-Reiniger im Verhältnis 1:1. Im Falle der P-
Element vermittelten Keimbahntransformation wurde die P-Element Plasmid DNA 
(pUAST-NattBw) zusammen mit einem Transposase kodierenden Helfer-Plasmid 
(Pπ25.7wc) in isogenisierte w1118 Embryonen coinjiziert. Für die rekombinative ФC31 
Transformation wurde die transgene Rezipientenlinie (Linie #42) mit einer ФC31-
Integrase kodierenden Fliegenlinie (Bloomington #23649) gekreuzt und deren hete-
rozygote, embryonalen Nachkommen für die Injektion genutzt. Dafür wurde lediglich 
das zu rekombinierende Interbanden- bzw. Kontrollkonstrukt injiziert. 
 
2.5 Herstellung von Quetschpräparaten polytäner Chromosomen 
 
Für die Herstellung von Quetschpräparaten polytäner Chromosomen wurden die 
Speicheldrüsen von Fliegenlarven des dritten Stadiums in einer 10 % Triton X-100/ 
1x Puffer A Lösung präpariert. Anschließend erfolgte der Zellaufschluss und die Fixie-
rung für 3 min in einer 40 % Essigsäure Lösung + 3,7 % Formaldehyd auf einem 
18x18 mm Deckgläschen. Folgend wurden die Chromosomen auf einem Objektträ-
ger durch mehrmaliges Gleiten, Klopfen und Drücken des Deckgläschens gespreitet 
und nach einer Qualitätsprüfung unter dem Mikroskop in flüssigem Stickstoff schock-
gefroren. Das Deckgläschen konnte dadurch mit einem Skalpell vom Objektträger 
abgesprengt werden und das Präparat wurde bei 4 °C in 96 % Ethanol gelagert.  
     
2.6 Fluoreszenz in-situ Hybridisierung (FISH) von Polytänchromosomen 
 
Die für die FISH genutzten Quetschpräparate von polytänen Chromosomen wurden 
wie in 2.5 erläutert hergestellt. Die DNA-Probe wurde mit Hilfe des Biotin-Nick Trans-
lation Mix (BNT-Mix) von Roche nach Herstellerangaben synthetisiert und folgend auf 
optimale Fragmentgröße (200-500 bp) und Biotinmarkierung gelelektrophoretisch 




Quetschpräparate, wurden sie für 4 min in eine Küvette mit 96 % Ethanol absolut 
gestellt und luftgetrocknet. Anschließend überführte man die Präparate für 3 min in 
einen Denaturierungsansatz, welcher im 73 °C Wasserbad vorinkubiert worden war. 
Dann erfolgte eine 3-minütige Inkubation der Präparate in 2x SSC (auf Eis vorinku-
biert) mit einer anschließenden Dehydrierung in einer aufsteigenden Ethanolreihe (70 
%, 80 % und 96 % Ethanol). Nachdem die Objektträger vollständig luftgetrocknet wa-
ren, wurden die Präparate mit 40 µl Biotin markierter und vorher denaturierter DNA-
Probe (3 min bei 100 °C) in feuchten Kammern über Nacht bei 37 °C inkubiert.  Am 
darauffolgenden Tag erfolgte ein Waschschritt der Präparate in 2x SSC (bei RT), um 
ungebundene Nucleotide zu entfernen. Anschließend wurden die Objektträger für 4 
min in 0,4x SSC/ 0,1 % Triton (bei 73 °C) und 30 sec in 2x SSC/ 0,1 % NP40 (bei RT) 
gewaschen. Nach einer jeweils 10-minütigen Inkubation in 1x PBS/ 0,1 % Triton so-
wie in 1x PBS, wurde jedes Präparat mit 30 µl Streptavidin/ BSA-Lösung für 2,5 h im 
Dunkeln angefärbt. Im Anschluss der Färbung wurden sie für 10 min in 1x Puffer A 
gewaschen und die DNA für 14 min in Hoechst/ Puffer A (1:40000) gefärbt. Die Prä-
parate wurden dann sofort (ohne Trocknung) in 87 % Glycerol/ 5 % n-Propylgallat 
eingebettet. 
 
2.7 Immunmarkierung von Polytänchromosomen 
 
Die für die Immunfärbung genutzten Quetschpräparate von polytänen Chromosomen 
wurden wie in 2.5 erläutert hergestellt. Die in 96 % Ethanol gelagerten Präparate 
wurden zweimal für je 10 min in Puffer A gewaschen und anschließend mit 30 µl pri-
mären Antikörper (Tabelle 2) in feuchten Kammern bei 4°C über Nacht inkubiert. 
Nach zwei 10 minütigen Waschschritten in Puffer A erfolgte die Inkubation der Präpa-
rate mit 30 µl sekundärem Antikörper (Tabelle 2) in feuchten Kammern bei RT für 3 
Stunden. Folgend wurden die Präparate weitere zwei mal für je 10 min in Puffer A 
gewaschen und die DNA für 14 min in Hoechst/ Puffer A (1:40000) gefärbt. Die Prä-
parate wurden dann sofort (ohne Trocknung) in 87% Glycerol/ 5% n-Propylgallat ein-
gebettet.    







2.8 Isolation von Gesamt-RNA und quantitative RT-PCR 
 
Die Speicheldrüsen von 30 Larven des dritten Stadiums wurden präpariert und  deren 
Gesamt-RNA nach dem „two-step TRIZOL RNA isolation“ Protokoll (W.M. Keck 
Foundation Biotechnology Microarray Resource Laboratory) isoliert. Die Synthese 
der entsprechenden cDNA erfolgte mit Hilfe der RevertAid Premium Transcriptase 
(Fermentas) nach Herstellerangaben, welche anschließend als Matrize für die quanti-
tative real-time PCR (qRT-PCR) genutzt wurde. Die qRT-PCR wurde mit 
StepOnePlus Real-Time PCR Systems (Applied Biosystems) durchgeführt unter Nut-
zung von „Two-Step Power SYBR Green PCR Master Mix“ (Applied Biosystems). Für 
die jeweiligen Expressionsanalysen wurden spezifische Primer für die entsprechen-
den Gene gewählt und als endogene Kontrolle Actin 42 A genutzt (Primer in Tabelle 
1).  Die Parameter der PCR-Zyklen waren wie folgt: 10 min/95 °C, 40 Zyklen je 15 
sek/95 °C und 1 min/60 °C.   
   
2.9 modENCODE Analyse 
 
Die modENCODE Datenbank (www.modencode.org) wurde genutzt zur Analyse der 
Interbanden-Regionen 61C7/8 bzw. 3C6/7 als auch des P-Element Insertionslocus 
21F3-22A1-2 auf deren spezifische molekulare Eigenschaften (z.b. Proteinbindungen 



















3.1 Etablierung einer kondensierten Chromatin-Domäne mit interner attB-
Rekombinationssequenz                                                           
 
Für die Untersuchung der Bildung und Aufrechterhaltung dekondensierter Chromatin-
Domänen auf zytologischer und molekularer Ebene war die Etablierung eines Test-
Systems erforderlich, welches die gezielte Insertion von DNA-Sequenzen innerhalb 
einer definierten chromosomalen Region ermöglicht. Zu diesem Zweck sollte zu-
nächst mittels P-Element vermittelter Keimbahntransformation und P-Element Mobili-
sation eine attB Rekombinationskassette innerhalb einer natürlich vorkommenden 
Bandenregion erzeugt werden. Die von mir generierten 24 transgenen Linien wiesen 
allesamt Insertionen innerhalb dekondensierter Interbanden-Domänen auf  und wa-
ren demzufolge unbrauchbar für zytogenetische Analysen. Aufgrund der hohen Prä-
ferenz von P-Elementen in leichter zugängliche und demnach dekondensierte chro-
mosomale Regionen zu integrieren, war es mir auf diesem Wege nicht möglich, eine 
P-Element Insertion und damit eine Rekombinationskassette innerhalb einer konden-
sierten Chromatin-Domäne (Bande) zu erzeugen. Aus diesem Grund wurde die Stra-
tegie zur Etablierung eines Testsystems für chromosomale Strukturanalysen geän-
dert. Dazu sollte das kondensierte Chromatin, welches die attB-
Rekombinationssequenz beidseitig flankiert, künstlich geschaffen werden und dabei 
auch auf zytologischer Ebene mikroskopisch auswertbar sein (Abb. 5). Die dadurch 
in einem definierten genetischen Umfeld liegende attB Rekombinationssequenz kann 
anschließend für die gezielte Insertion von DNA-Sequenzen aus dekondensierten 
Chromosomenabschnitten genutzt werden (Abb. 5a). In meiner Studie wurden dafür 
spezifische Interbandensequenzen bzw. deren Deletionsderivate verwendet. Die ge-
zielte Insertion dieser Sequenzen diente der Untersuchung auf autonome Bildung 
dekondensierter Chromatinstrukturen sowie der Kartierung essentieller Sequenzab-
schnitte zur Bildung dieser Strukturen.  
Für die ektopische Bildung einer kondensierten Chromatinstruktur wurde ein P-
Element Vektor konstruiert (pUAST-NattBw), welcher neben einer attB-
Rekombinationssequenz auch DNA-Sequenzen des Notch- und des white-Lokus 
enthält. In Speicheldrüsen von Drosophila-Larven sind die von mir gewählten Notch- 




den). Insgesamt wurden ~21 kb von Banden generierenden DNA-Sequenzen in den 
P-Element Vektor integriert. Diese bestanden aus ~9 kb Notch-Sequenzen welche 
sich 5´ der attB-Rekombinationssequenz befinden und ~12 kb white/Notch-
Sequenzen am 3´ Ende der attB-Rekom-binationssequenz (Abb. 1b; Details zur Klo-
nierung siehe 2.2.1). Das fertige P-Element Konstrukt wurde mit Hilfe eines Transpo-
sase kodierenden Helferplasmids in die Keimbahn von w1118 Fliegenembryonen 
transformiert und anschließend anhand des white+-Augenmarkers auf genomische 
Integration gescreent . 
Abb.5: Modell der Etablierung einer künstlichen kondensierten Domäne mit einer 
zentralen Rekombinationskassette. a) oben: Schematische Ansicht der durch P-
Element Insertion erzeugten ektopischen kondensierten Chromatindomäne (Grün) 
mit einer darin befindlichen attB Rekombinationssequenz (Rot). a) unten: Aufsplittung 
der ektopischen Chromatindomäne nach gezielter Insertion von Interbandensequen-
zen (Blau) mittels der ФC31 Rekombinase. Dabei entstehen die inaktivierten attL/R-
Produkte (Rot), welche die Rekombination unidirektional machen. Insertion von Vari-
anten der Ausgangssequenz, z.B. lokal deletierten bzw. mutierten DNA-Fragmenten 
(1,2 und 3) erlauben die Kartierung essentieller DNA-Sequenzen für die autonome 
Bildung dekondensierten Chromatins. b) Schematische Darstellung des P-Element 
Vektors (pUAST-NattBw) zum Zweck der Generierung einer ektopischen kondensier-
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ten Chromatindomäne. Dieser P-Element Vektor enthält DNA-Sequenzen die kon-
densiertes Chromatin bilden (Notch und white) mit einer zentralen attB Rekombinati-
onssequenz.       
    
3.1.1 Der P-Element Vektor integriert an vielen Stellen im Genom  
 
Die durch Keimbahntransformation des P-Element Vektors pUAST-NattBw gewonne-
nen 43 transgenen P-Element Insertionslinien, wurden auf die genomischen Inserti-
onsorte mit Hilfe von inverser PCR untersucht. Anhand von FlyBase Sequenzdaten 
konnten diesen Insertionsorten die entsprechenden genomischen und chromosoma-
len Regionen zugeordnet werden und gleichzeitig auch ihre Lage relativ zu angren-
zenden Genen bestimmt werden (Tabelle 1). Auf diese Weise konnten 42 von 43 Li-
nien molekulargenetisch kartiert werden. Bei der Linie 10 war es mir nicht möglich 
über inverse PCR ein Produkt für die genomische Kartierung zu etablieren. Diese 
Linie konnte demnach lediglich mit Hilfe von FISH zytologisch kartiert werden. In der 
Gesamtheit der kartierten Linien zeigt sich ein breit gestreutes P-Element Inserti-
onsmuster auf allen chromosomalen Armen (Abb. 16 im Anhang). In zwei Fällen gab 
es zufällige P-Element Insertionen die unabhängig voneinander in den selben chro-
mosomalen Locus inserierten. Dies war zum einen der Locus 13.246.083 auf dem 2L 
Chromosom (#24 und #30) und zum anderen der Locus 19.973.918 auf dem 3L 


















Chromosom Bandenregion gen. Position
1 2R 44A2 3877265 Nup44A X
2 2R 53F7-8 12985003 CG8938
3 3R 88E1-2 10902963 CG33485
4 2R 47A9-11 6363074 CG12891
5 3L 69B3 12384655 Ncc69 X
6 3L 68A4 11063645 CG33048
7 X 9F5 10751387 CG1655
8 X 6C1-3 6496378 CG3973
9 2L 21C2 452675 CG4280 X
10 2R 43D X
11 3L 71B4 15088259 CG6945 X
12 3L 77C4 20466418 CG32428
13 3L 69B3 12384655 Ncc69 X
14 2R 57A9-10 16555699 CG8994
15 X 18F4-19A2 19781161 CG32529 X
16 2R 49B5-7 8476680 CG8851
17 X 1E1-3 1028322 CG3655 X
18 2R 57D5-6 17164941 Rgk3
19 3R 90B5 13392828 CG34419
20 3R 88C10 10485183 CG3505 X
21 2R 51D1 10769027 CG10246
22 3L 67B10 9480850 CG32036
23 3R  98B5 23731562
24 2L  34B1 13246074 CG16820
25 3R 88E10-11 7394886 CG14705 X
26 X 12E8-10 14216245 CG32600 X
27 X 6C1 6484851 Pat1 X
28 X 3A6 2482598 CG9659
29 2R 44E3-4 4623285 CG8740 X
30 2L 34B1 13246083 CG16820
31 3R 99E4-F1 26119953 CG15532 X
32 3R 84F16-A2 4303342 PQBP-1
33 3L 75C1 18456346 CG4306 X
34 X 9A3 9824997 idgf4 X
35 X 14A8-9 15985769 CG9214
36 3R 88E5-6 11075733 CG6499
37 X 11F1-3 13290901 CG1673
38 3L 67C1 9540029 CG42673
39 X 16B3-4 17455758 CG12432
40 3L 69B3 12384645 Ncc69
41 2R 60B9 19973918 CG16786
42 2L 21F3-22A1 1177706 CG4896 X
43 2L 37C1-6 19158091 CG10719








3.1.2 Die P-Element Vektoren integrieren präferentiell in offenes Chromatin und bil-
den ektopische Banden 
 
17 der durch inverse PCR genomisch kartierten Linien wurden zusätzlich mittels Flu-
oreszenz in-situ Hybridisierung (FISH) an polytänen Chromosomen zytologisch kar-
tiert. Bei 16 der in-situ analysierten Linien waren die P-Elemente in dekondensierten 
Interbandendomänen inseriert. In diesen Fällen konnten die Insertionen eindeutig als 
ektopische Banden-Domänen in den jeweiligen Interbanden detektiert werden. Das 
Hybridisierungssignal zeigte dabei eine klare Überlappung mit der ektopisch gebilde-
ten Bande. Bei der Linie 17 wurde das P-Element in eine komplexe bandenreiche 
Region integriert, so dass eine neu gebildete kondensierte Domäne nicht eindeutig 
identifiziert werden konnte. Die Erzeugung von unabhängigen, künstlichen Banden-
Domänen innerhalb von Interbanden lässt darauf schließen, dass in den genutzten 
Notch/white-Sequenzen des pUAST-NwattB Vektors alle notwendigen Informationen 
für die autonome Bildung und Aufrechterhaltung kondensierten Chromatins vorhan-
den sind. In Abb. 6 sind beispielhaft zwei der insgesamt 43 unabhängigen P-Element 
Linien (#42 und #5) dargestellt.  
Für die nachfolgenden Experimente und Untersuchungen wurde die Linie #42 ge-
nutzt, welche die P-Element Insertion am distalen Ende des 2L Chromosoms in der 
zytologisch gut auswertbaren Interbandenregion 21F3-22A1-2 trägt. Molekular wurde 
die Insertionsstelle mittels inverser PCR an Position 2L:1.177.706 kartiert, welche 
sich 117 bp „downstream“ des Gens CG4887 und innerhalb der 5´UTR des Gens 
CG4896 befindet. Beide Gene sind nach Informationen von FlyBase in Larven des 
dritten Stadiums transkriptionell schwach bis gar nicht aktiv. Dies lässt darauf schlie-
ßen, dass diese Interbandenregion durch einen transkriptionell unabhängigen Pro-












Abb. 6: Erzeugung von ektopischen, kondensierten Chromatin Domänen durch Inser-
tion des pUAST-NattBw P-Element Vektors. Zytologische Kartierung der ektopischen 
Bande in der transgenen Linie #42 (a-c´) und der Linie #5 (d-f´). a) und d) DNA-
Färbung der chromosomalen Region in der w1118 Ausgangslinie in der später die In-
sertion des P-Element Vektors pUAST-NattBw erfolgt war (21C-F für #42 und 69A-C 
für #5). Der weiße Pfeil deutet auf den späteren Insertionsort (21F3-22A1-2 für #42 
und 69B3-C1 für #5). b) und e) DNA-Färbung der Region der P-Element Insertion in 
den transgenen Linien #42 und #5. Der rote Pfeil markiert die neu entstandene Ban-
dendomäne. c-c´) und f-f´) Fluoreszenz in-situ Hybridisierung für die Linien #42 und 
#5 unter Verwendung einer Biotin markierten pUAST-NattBw DNA-Probe. Das in-situ 
Signal (roter Pfeil) deckt sich mit den ektopischen Banden. Balken 2 µm.      
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3.2 Gezielte Rekombination attP gekoppelter Interbanden-Sequenzen in die ektopi-
sche Bande erzeugt offenes Chromatin 
 
Der nächste Schritt in der Etablierung eines Test-Systems zur Chromatin Struktur-
analyse war die gezielte Insertion von Interbandensequenzen in die kondensierte 
Chromatindomäne mittels des ФC31-Rekombinationssystems. Dabei sollte geklärt 
werden, ob Interbandensequenzen auch in einem neuen chromosomalen Umfeld der 
ektopisch erzeugten Bande offenes Chromatin bilden können. Als zu untersuchende 
Sequenzen wählte ich die 61C7/8 sowie die 3C6/7 Interbande. Die 61C7/8 Interban-
de wurde ursprünglich von Semeshin et al. 2008 als 4,7 kb großes DNA-Fragment 
isoliert und von unserer Gruppe mittels hochauflösender in situ Hybridisierung mit 
DNA-Proben entlang der Region kartiert (Prof. Saumweber, nicht publiziert). Aus den 
bisherigen Ergebnissen des „in-situ walk“ ergab sich eine Gesamtlänge der 61C7/8 
Interbande von mindestens 17 kb. Diese Kartierung erweitert die 61C7/8 Interbande 
gegenüber der von Semeshin isolierten 4,7 kb Sequenz um ~12,3 kb in proximale 
Richtung, wohingegen die distale 61C7/8 Grenze übereinstimmend identifiziert wur-
de. Zur Überprüfung habe ich eine FISH unter Verwendung einer 4 kb DNA Sonde 
durchgeführt, die spezifisch an das proximale Ende der ~17 kb 61C7/8 Interbande 
hybridisiert. In Abb. 9 c-c´´ ist zu erkennen, dass die Probe eindeutig an die 61C7/8 
Interbande bindet. Damit konnte gezeigt werden, dass die 61C7/8 Interbande dem-
nach deutlich größer ist als ursprünglich von Semeshin et al. angenommen und ins-
gesamt einen Bereich von mindestens 17 kb überspannt. Anhand zugrunde liegender 
genomweiter Daten von S2 Zellen (modENCODE, flybase) weist die gesamte ~17 kb 
umfassende 61C7/8 Region ein deutliches Auftreten aktiver Histonmodifikationen auf 
wie z.B. H3K4Me3 und H3K9Ac auf. Im Gegensatz dazu treten Histonmodifikationen 
spezifisch für inaktives, kondensiertes Chromatin wie z.B. H3K27me3 nicht auf. Au-
ßerdem wurden Bindungsstellen für charakteristische Interbanden-Proteine wie z.B. 
Chriz oder „boundary“-Element Proteine wie z.B. CP190 oder BEAF nachgewiesen 
(Abb. 7a und Abb. 12a). Besonders charakteristische Bindungsprofile befinden sich 
sowohl im distalen als auch im proximalen Bereich der 61C7/8 Domäne, welche im 
Detail unter 3.3.1 beschrieben werden. Auf Basis der zugrundeliegenden Bindungs-
profile wurde für die Konstruktion des Interbandenvektors pattP61Cdp sowohl das ~4 
kb große distale Ende als auch das ~5 kb große proximale Ende der ~17 kb 61C7/8 




Die molekularen Grenzen der 3C6/7 Interbande wurden mit Hilfe zytogenetischer 
Analysen von Rykowski et al. auf ~3 kb eingegrenzt. Auf Basis dieser Kartierung 
wurde die Sequenz der 3C6/7 Interbande für die Konstruktion des pattP3C Vektors 
ausgewählt (Abb. 7b). Ähnlich wie bei der 61C7/8 Interbande wurden auch innerhalb 
der 3C6/7 Sequenz Histonmodifikationen für aktives Chromatin in S2-Zellen identifi-
ziert (H3K4Me3 und H3K9Ac), sowie Bindungsstellen für charakteristische Interban-
den-Proteine wie z.B. Chriz oder „boundary“-Element Proteine wie z.B. CP190 oder 
CTCF lokalisiert. Insbesondere im distalen Bereich der 3C6/7 Domäne, welche mit 
dem von Keppy und Welshons (1977) identifizierten fa(swb) Fragment überein-
stimmt, treten diese Proteine bzw. Histonmodifikationen deutlich auf (Abb. 12b). Dies 
wird im Detail unter 3.3.1 erläutert. Sowohl der pattP61Cdp als auch der pattP3C 
Vektor wurden anschließend mit Hilfe des ФC31-Systems in die attB Kassette inner-
halb der ektopisch erzeugten Bandendomäne von Linie #42 rekombiniert (Anhang 
Tabelle 1).    
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Abb. 7: Konstruktion von 61C7/8- bzw. 3C6/7-Interbandenvektoren auf Basis epige-
netischer Profile von Histonmodifikationen und Proteinbindungen innerhalb dieser 
Sequenzen.  a) Molekulare Karte der 61C7/8 Interbanden-Region. Das distale und 
proximale Fragment, welche für den pattP61Cdp Interbanden-Vektor genutzt wurden, 
sind markiert. Das 4,7 kb große Interbandenfragment, welches von Semeshin et al. 
2008 getestet wurde (schwarzer Doppelpfeil), ist komplett im distalen Fragment der 
~17 kb großen 61C7/8 Interbande enthalten. In der Karte sind die in der Region lie-
genden Gene sowie Histonmodifikationen (H3K27Me3, H3K4Me3, H3K9Ac) und Pro-
teinbindungsstellen (Chriz und CP190) in Bezug zu den genomischen Koordinaten 
schematisch dargestellt (grüne Balken > +1SD; rote Balken < -1SD; modENCODE: 
http://modencode.org). b) Schematische Darstellung der Interbanden- (pattP61Cdp 
und pattP3C) sowie der Kontrollkonstrukte (pattPNw und pattPempty), die über ge-
zielte ФC31 vermittelte Rekombination in die Modellbande integriert wurden. Alle 
Plasmide enthalten ein GFP Reportergen (Hellgrün) unter der Kontrolle eines UAS 
Promoters (Hellorange) sowie eine attP Rekombinationssequenz (Rot). Das 
pattP61Cdp Plasmid enthält die in a) hervorgehobenen Fragmente 61Cdist (~5 kb) 
und 61Cprox (~4 kb) (Hell- und Dunkelblau). Das pattP3C Konstrukt enthält die ~3 kb 
große 3C6/7 Interbandensequenz (Grün) mit der markierten fa(swb) Region (Oran-
ge). In dem pattPNw Kontrollkonstrukt befindet sich eine ~10 kb große Notch-
Bandensequenz (Braun). Der pattPempty Vektor ist eine Kontrolle für eventuelle Ef-
fekte der Vektorsequenz bzw. der inaktiven UAS/GFP-Sequenz. 
   
 
3.2.1 DNA-Sequenzen lassen sich mit dem ФC31-Rekombinations-system ortsspezi-
fisch in die Zielregion integrieren 
 
Die 61C- bzw. 3C-Rekombinanten wurden mittels Sequenzierung und diagnostischer 
PCR auf vollständige Insertion des Interbandenkonstrukts getestet. Dabei konnte 
bestätigt werden, dass die zu rekombinierende DNA-Sequenz (pattP61Cdp und 
pattP3C) vollständig und in der zu erwartenden Orientierung in die attB-
Rekombinationssequenz der ektopischen Bande inseriert wurde. Für die diagnosti-
sche PCR wurden sowohl Fragmente zur angrenzenden Bandensequenz als auch 




#42, bei der die Primer proximal und distal der attB-Sequenz innerhalb der angren-
zenden Bandensequenzen lokalisiert waren.  
 
3.2.2 Integration von Interbanden-DNA öffnet die kondensierte Chromatindomäne 
 
Die Insertion der 61C7/8 Interbandensequenzen führte zu einer Aufsplittung der 
ektopischen Bande infolge der Bildung von dekondensiertem Chromatin. Die FISH 
mit der 61C7/8 Probe überlappte mit dem dekondensierten Bereich, was zeigt, dass 
die rekombinierte DNA für die Bildung der neu erzeugten, ektopischen Interbande 
verantwortlich ist (Abb. 8c-d´). Dies bedeutet, dass die integrierte 61C7/8 Sequenz 
ihren dekondensierten Chromatinstatus auch an einer ektopischen Position im Ge-
nom autonom ausbilden und beibehalten kann. Außerdem behält auch die gesplittete 
Bandendomäne weiterhin die Fähigkeit ihr nun separiertes proximales und distales 
Fragment als kondensiertes Chromatin aufrechtzuerhalten.                                                     
In gleicher Weise wurde die ~3 kb 3C6/7 Notch-Interbande über das ФC31-System in 
die attB Kassette der Linie #42 rekombiniert. Auch bei diesem Versuch wurde die  




Abb. 8: Rekombination von 61C7/8 bzw. 3C6/7 Interbandensequenzen in die kon-
densierte Modelldomäne resultieren in der Bildung von dekondensierten Chromatin. 
DNA Färbung der chromosomalen Region 21C-F für die  w1118 Kontrolllinie (a) und 
die #42 Kontrolllinie (b). Im Gegensatz zu der Ausgangslinie w1118 enthält die Linie 
#42 am Insertionsort eine klar definierte zusätzliche Bande (siehe Abb. 6a,b). c-f´) 
Gezielte ФC31 vermittelte Rekombination von Interbandensequenzen resultiert in der 
Aufsplittung der kondensierten Modellbande infolge der autonomen Bildung einer 
dekondensierten Interbandenstruktur. c-d´) Rekombination der 61C7/8 Interbanden-
DNA (pattP61Cdp) sowie e-f´) der 3C6/7 Interbanden-DNA (pattP3C). Die gelben 
Pfeile markieren die zwei Partitionen der gesplitteten Bande. c und d) DNA-Färbung; 
d-d´ und f-f´) In situ Hybridisierung unter Verwendung des jeweiligen Interbanden-
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Plasmids (pattP61Cdp bzw. pattP3C). Man beachte, dass das Signal mit der dekon-
densierten Interbandendomäne innerhalb der gesplitteten Bande  übereinstimmt. Die 
gleiche Anordnung ist für die Kontrollkonstrukte (g-h´) pattPempty sowie (i-j´) pattPN 
verwendet worden. Bei keinem der beiden Kontrollen ist eine Aufsplittung der Mo-
dellbande und demnach auch keine Bildung dekondensierten Chromatins festzustel-
len (roter Pfeil). Das Signal der in situ Hybridisierung unter Verwendung der Plasmide 
pattPempty sowie pattPN überlappt vollständig mit der diskreten ektopischen Ban-
dendomäne. Balken 2 µm.  
 
   
Modell-Bande infolge der autonomen Bildung einer dekondensierten Chromatin-
Domäne gesplittet. Dies konnte abermals mittels FISH unter Nutzung der 3C6/7 Pro-
be untermauert werden, welche eine klare Signalüberlappung mit der neu generier-
ten dekondensierten Chromatin-Struktur aufwies (Abb. 8e-f´). Um einen Beitrag der 
Vektor- bzw. Reportergensequenz zur lokalen Chromatindekondensation auszu-
schließen, wurde ein Kontrollkonstrukt bestehend aus dem pTAattP Vektor und einer 
UAS/GFP-Reportergensequenz in die Linie #42 rekombiniert (Anhang Tabelle 1). Die 
Rekombinanten wiesen keinerlei Aufsplittung der artifiziellen Bande auf und demnach 
konnte ein Einfluss dieser Sequenzen auf eine Bildung offenen Chromatins ausge-
schlossen werden (Abb. 8g-h´). Die Insertion von ~10 kb Notch Bandensequenz in 
den Stamm #42  resultierte erwartungsgemäß ebenfalls in keiner Aufsplittung der 
kondensierten Modell-Domäne (Abb. 8i-j´, Anhang Tabelle 1). Dies unterstützt die 
Annahme, dass der kondensierte Chromatin-Status von transkriptionell inaktiven Se-
quenzen auch in ektopischen Positionen beibehalten wird.   
 
3.2.3 Die Chromatinstruktur der ektopischen Interbandenregion ist ähnlich der Struk-
tur am endogenen Lokus 
 
Der jeweilige Grad der DNA-Kondensierung wird lokal durch Proteinbindung und epi-
genetischen Modifikationen definiert. Die Regulation der DNA-Kondensation be-
stimmt gleichzeitig auch die funktionellen Eigenschaften des regulierten Chromatins. 
Zur Realisierung dynamischer zellulärer Prozesse (z.B. Replikation, Transkription, 
DNA-Reparatur) ist eine lokale Dekondensation von Chromatin erforderlich. Es konn-




zur lokalen Dekondensation von Chromatin beiträgt (Deng et al., 2008) und dass der 
Chriz-Komplex an der DNA-Rekrutierung von Jil-1beteiligt ist (Gan et al., 2011). Bei-
de Proteine konnte ich an der endogenen 61C7/8 Interbande immunzytologisch iden-
tifizieren (Abb. 9a-b´´). Die Frage war nun, ob auch die artifiziell erzeugte 61C7/8 In-
terbande diese charakteristischen Proteinbindungen aufweist und somit nicht nur den 
strukturellen Charakter, sondern auch den molekularen Charakter der endogenen 
Sequenz imitiert. Dazu habe ich bei den rekombinanten Linien immunzytologische 
Analysen mit Chriz und Jil-1 Antikörpern durchgeführt. In der w1118 Kontrolllinie konn-
te ich in der Region 21F3-22A1 ein starkes Signal für Chriz identifizieren, welches bei 
der Linie #42 durch die Insertion des Banden-Konstruktes (pUAST-NattBw) in zwei 
Signale gespalten wird (Abb. 9d-e´´). Eine stärkeres distales und ein schwächeres 
proximales Chriz-Signal flankieren dabei die ektopisch erzeugte kondensierte Chro-
matindomäne, die selbst keinerlei Chriz-Bindung aufweist. Infolge der Integration des 
Interbanden-Konstruktes (pattP61C), bildete sich eine zusätzliche Bindungsstelle für 
Chriz innerhalb der gesplitteten Bande. Dieses Signal korrelliert mit der ektopisch 
erzeugten 61C7/8 Interbande und ist von ähnlicher Intensität wie am endogenen 
Locus (Abb. 9f-f´´). Die Ergebnisse der immunzytologischen Analyse der Jil1 Bindung 
waren sehr ähnlich. Auch hier wurde in der Region 21F3-22A1 ein starkes Jil1 Bin-
dungssignal in der w1118 Kontrolle nachgewiesen, welches nach Etablierung der Mo-
dellbande (pUASTNattBw) in zwei Signale aufsplittete (Abb. 9g-h´´). Nach Rekombi-
nation der 61C7/8 Interbandensequenz enstand eine zusätzliche Bindungsstelle in-
nerhalb der gesplitteten Bande (Abb. 9i-i´´). Für die Proteine BEAF32 und CP190 
konnte ebenfalls eine Bindung sowohl in der endogenen als auch in der artifiziell er-
zeugten 61C7/8 Interbande detektiert werden (ohne Abbildung). Die immunzytologi-
sche Analyse lässt somit darauf schließen, dass die ektopisch erzeugten dekonden-
sierten Chromatindomänen nicht nur die Zytologie, sondern auch die lokale Protein-
bindung und somit die funktionellen Eigenschaften des endogenen Lokus nachbilden.  
Im Gegensatz zur 61C7/8 Interbande, wurde die 3C6/7 Interbande bereits hinsichtlich 
ihrer Zytologie, ihres molekularen Charakters und ihrer essentiellen Sequenzen in 
der Literatur weitgehend beschrieben. So konnte ursprünglich von Keppy und Wels-
hons (1977) und nachfolgend auch von anderen Gruppen (Vazquez und Schedl, 
2000; Semeshin et al., 2008) bereits gezeigt werden, dass das ~880 bp fa(swb) 
Fragment essentiell für die Bildung und Aufrechterhaltung der 3C6/7 Interbande ist. 




ren Grenzen der 3C6/7 Interbande konnten z.B. von Rykowski et al., 1988 und Zimin 
et al., 2004 mittels P-Element Insertion, hochauflösender FISH bzw. Elektronenmik-
roskopie und computergestützen Berechnungen molekularer Distanzen (Distanz zwi-
schen Referenzdomäne und FISH-Signal) kartiert werden. Aus diesem Grund lag für 
die weiterführenden Analysen die Priorität auf der 61C7/8 Interbande und es wurden 
keine immunzytologischen Studien bzw. Expressionsanalysen für die pattP3C Re-





Abb. 9: Die Chromatinstruktur der ektopischen Interbande ähnelt der am endogenen 
Locus. a-b´´ und d-i´´) Der endogene 61C7/8 Locus als auch die transgene 61C7/8 
Sequenz innerhalb der 21F Region wurde immunzytologisch auf Chriz und Jil-1 Pro-
teinbindung untersucht. Die endogene 61C7/8 Interbande zeigt ein klares Signal für 
Chriz (blaue Pfeile, a-a´´) und Jil-1(blaue Pfeile, b-b´´). Die weißen Pfeile markieren 
die 61C7 bzw. 61C8 Banden. c-c´´) In-situ Hybridisierung in der endogenen 61C Re-
gion unter Verwendung einer Biotin markierten DNA-Sonde, die spezifisch am proxi-
malen Fragment hybridisiert (Probe pattP61Cprox). Man beachte, dass das Signal 
komplett in der Interbandendomäne lokalisiert ist. Immunfärbung der 21F Insertions-
Region für Chriz (d-f´´) und für Jil1 (g-i´´). d-d´´) In der 21F Region (weißer Pfeil) der 
w1118 Kontrolllinie ist ein starkes Chriz Signal (d-d´´ roter Keil) und Jil1 Signal (g-g´´ 
roter Keil) auszumachen. Nach Etablierung der ektopischen Bande (roter Pfeil) infol-
ge der pUASTNattBw Insertion wird dieses Chriz- (e-e´´) bzw. Jil1-Signal (h-h´´) in 
zwei Partitionen aufgesplittet (roter Doppelkeil). Die Erzeugung der dekondensierten 
Chromatinstruktur innerhalb der Modellbande führt für Chriz (f-f´´) als auch für Jil1 (i-
i´´) zu einer neuen Bindungsstelle (gelber Keil) innerhalb der gesplitteten Bande (gel-
be Pfeile). Balken 2 µm.        
 
 
3.2.4 Die bei der Rekombination genutzten Reportergene tragen nur nach Induktion 
zur dekondensierten Chromatinstruktur bei 
 
Der pattP61C Vektor, welcher für die Rekombination mit der attB-
Rekombinationssequenz innerhalb der Modell-Bande genutzt wurde, trägt ein GFP 
Reportergen unter Kontrolle eines GAL4 induzierbaren UAS Promoters. Eine spei-
cheldrüsenspezifische Aktivierung der GFP-Expression führt zu einer lokalen Auflo-
ckerung des Chromatins und dadurch zu einer sogenannten „Puff“ Bildung.  Der 
Grad der „Puff“ Bildung ist abhängig von der Stärke der Induktion (Abb. 10 a-b´) und 
kann auch regional innerhalb einer Speicheldrüse differieren (Rasch et al., 1970). 
Eine ähnliche lokal induzierbare Dekondensation des Chromatins ist auch bei Re-
kombinanten festzustellen, welche lediglich die Vektor-Sequenz (pattPempty), die 
zusätzliche Notch-Bandensequenz (pattPNw) oder die 3C6/7 Interbandensequenz 
(pattP3C) tragen (Abb. 10 c-e´). In diesem Fall beruht also die lokale Dekondensie-




jeweilig umgebende Chromatin. Ohne Induktion des GFP Reportergens ist dagegen 
eine lokale Dekondensation in Form einer Interbandenbildung nur bei den pattP61C 
bzw. pattP3C Rekombinanten zu erkennen. Daraus schließe ich, dass in diesem Fall 
die Chromatindekondensation auf der Insertion der Interbandensequenzen beruht 
und nicht auf der Transkription des GFP Reportergens. Dies wurde durch eine quan-
titative Transkriptionsanalyse des GFP Gens mittels qRT-PCR aus Speicheldrüsen-
RNA bestätigt. Bei der GAL4 aktivierten Linie #42, welche die pattP61C Insertion 
trägt, ist eine starke GFP Expression messbar, wohingegen ohne GAL4 Aktivierung 
sich die GFP Expression nicht signifikant von der w1118 Negativkontrolle unterscheidet 
(Abb. 10 f).  
Abb. 10: Die Aktivierung des UAS/GFP Reportergens induziert sowohl die Transkrip-
tion als auch die chromosomale Dekondensation am Insertionsort. a-b´) Das 
UAS/GFP Reportergen in pattP61Cdp transgenen Fliegen wurde mit einem speichel-
drüsenspezifischen Treiber (G61-GAL4) in unterschiedlicher Stärke aktiviert und mit-
tels in situ Hybridisierung unter Verwendung einer pattP61Cdp Sonde getestet. a und 
a´) Schwache Induktion führt zu geringer chromosomaler Auflockerung. b und b´) 
Starke Induktion führt zu Puff-Bildung. c-e´) Eine ähnliche Auflockerung bis hin zur 
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Puff-Bildung ist auch bei den Kontrolllinien ( pattPempty und pattPN) sowie der 3C 
Linie zu erkennen (Probe bei der in situ Hybridisierung war das enstsprechende 
Plasmid). Balken 2 µm. f) Die Transkription des UAS/GFP Reportergens in +/- GAL4 
induzierten pattP61Cdp Linien sowie in der w1118 Kontrolllinie wurde quantitativ mittels 
qRT-PCR getestet.   
 
3.3 Identifizierung essentieller Sequenzen zur Bildung und Aufrechterhaltung dekon-
densierten Chromatins  
 
Um die relevanten DNA-Sequenzen aufzudecken, die für die autonome Bildung und 
Aufrechterhaltung der 61C7/8 bzw. 3C6/7 Domänen notwendig sind wurden zunächst 
partielle Deletionen der bislang verwendeten Interbandensequenzen vorgenommen 
(Abb. 11). Nach gezielter Insertion dieser Deletionskonstrukte (Anhang Tabelle 1) 
wurden die Rekombinanten zytologisch auf die Bildung dekondensierten Chromatins 
innerhalb der ektopischen Bande untersucht. Ist die modifizierte Interbandensequenz 
nicht mehr in der Lage dekondensiertes Chromatin zu bilden, dann muss die deletier-
te DNA Sequenzen enthalten, die für die Bildung von Interbanden essentiell sind. 
 
3.3.1 Deletion essentieller Sequenzabschnitte von 61C7/8 und 3C6/7 führt zum Ver-
lust der Fähigkeit offenes Chromatin zu bilden 
 
Die Festlegung der zu deletierenden Fragmente innerhalb der 61C7/8 bzw. 3C6/7 
Sequenzen wurde auf Basis der für diese Regionen spezifischen Proteinbindungs-
stellen in S2 Zellen vorgenommen. Dazu wurden Daten aus genomweiten Bindungs-
studien genutzt, die in der modENCODE Datenbank zur Verfügung standen. Bei allen 
Deletionskonstrukten wurden potentiell relevante Proteinbindungsstellen entfernt. Die 
Betrachtung der Daten ergab, dass sowohl im proximalen als auch im distalen Frag-
ment der 61C7/8 Sequenz prominente Bindungsstellen für das interbandenspezifi-
sche Protein Chriz und die Boundary-Proteine BEAF32 und CP190 auftreten (Abb. 
12a). Um zu klären, ob die beiden an der Grenze zur 61C7/8 Interbande liegenden 
Fragmente zur Bildung und Aufrechterhaltung der dekondensierten Chromatinstruktur 
beitragen, wurde eine Deletion im distalen als auch im proximalen Bereich der Se-




~2,7 kb Fragment und bei der proximalen Deletion ein ~2,3 kb Fragment entfernt 
(Abb. 11 und 12a rot unterlegt).  
Für die 3C6/7 Interbande ergab das Protein-Bindungsprofil eine Bindung für Chriz 
und die boundary Proteine CTCF und CP190 im distalen Bereich, nahe der TSS des 
Notch Gens (Abb. 12b). Dieser Bereich entspricht in etwa dem Sequenzabschnitt, 
der in der fa(swb) Mutante deletiert ist. Die 3C6/7 DNA-Sequenz mit der darin befind-
lichen ~840 bp große Deletion im distalen Bereich wurde durch PCR-Amplifizierung 
aus genomischer DNA der fa(swb) Mutante gewonnen (Abb. 11 und 12b rot unter-
legt). Die etablierten Deletionskonstrukte wurden mittels PhiC31-Rekombination in 
das Drosophila Genom integriert.  
Abb. 11: Schematische Darstellung der 61C7/8 und 3C6/7 Deletionskonstrukte. Die 
Auswahl der proximalen als auch der distalen Deletion für die 61C7/8 Interbande ba-
sierte auf molekulare Daten für Proteinbindungen und Histonmodifikationen in S2 
Zellen (modENCODE, Abb. 8). Für pattP61C∆p wurde eine ~2,3 kb Sequenz am 
proximalen Ende des proximalen Fragments deletiert. Bei pattP∆d wurde eine ~2,7 
kb Sequenz am proximalen Ende des distalen Fragments deletiert. Für die Deletion 
potentieller Promoterelemente wurde zusätzlich der Promoter Prediction Server 2.0 
genutzt. Die Promoterdeletionen pattP∆P1, pattP∆P2 und pattP∆P1+2 sind am pro-
ximalen Ende des proximalen Fragments zwischen den von ihnen regulierten Genen 
lokalisiert (siehe Abb. 14). Für pattPfa(swb) wurde die 3C6/7 Sequenz verwendet, 
welche die ~840 bp große fa(swb) Deletion aufwies.       
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Abb. 12: Chromatinstruktur deletierter Bereiche der Interbandenregionen 61C7/8 und 
3C6/7. Genkarte, molekulare Protein-Bindungsprofile sowie spezielle Histonmodifika-
tionen innerhalb der 61C7/8 Region (a) und der 3C6/7 Region (b). a) Für den 
pattP61Cdp Vektor genutzte proximale und distale DNA-Sequenz (schwarze Balken, 
blaue Fläche) der 61C7/8 Interbande. Deletierte Abschnitte für die Etablierung der 
pattP61C∆d bzw. pattP61C∆p Konstrukte sind als rote Balken mit darunter liegender 
roter Fläche markiert. Molekulare Profile (von oben nach unten): 1. Genkarte, 2. 
H3K27me3,  3. H3K4me3, 4. H3K9Ac, 5. Chriz, 6. BEAF, 7. CP190, 8. CTCF. b) Für 
den pattP3C Vektor genutzte DNA-Sequenz der 3C6/7 Region (schwarzer Balken, 
blaue Fläche). Der deletierte Abschnitt für die Etablierung des pattP3C(faswb) Kon-
strukts ist als roter Balken mit darunter liegender roter Fläche markiert. Molekulare 
Profile (von oben nach unten): 1. Genkarte, 2. H3K27me3,  3. H3K4me3, 4. H3K9Ac, 
5. Chriz, 6. BEAF, 7. CP190, 8. CTCF.
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Die Rekombinanten wurden zytologisch auf Insertion der deletierten Interbandense-
quenzen mittels FISH getestet. Die in-situ Signale lagen bei allen rekombinanten Li-
nien im erwarteten Locus innerhalb der ektopischen Modellbande in Übereinstim-
mung der Daten der genomische Kartierung mittels diagnostischer PCR.  
Die zytologische Analyse ergab bei der distalen 61C7/8 Deletion keine Veränderung 
in der Fähigkeit eine dekondensierte Chromatinstruktur zu bilden (Abb. 13a-a´). Die 
Deletion im proximalen Bereich eliminierte dagegen die Fähigkeit des Restfragments 
zur Bildung dekondensierten Chromatins. Dies ist sowohl bei der FISH als auch bei 
den DNA gefärbten polytänen Chromosomen deutlich zu erkennen (Abb. 13b-b´). 
Obwohl beide Fragmente Teil der 61C7/8 Interbande sind und charakteristische In-
terbandenproteine binden, ist nur ein Bereich des proximalen Abschnitts essentiell für 
die Bildung und Aufrechterhaltung von dekondensiertem Chromatin. Falls die Protei-
ne Chriz, Jil1 und CP190 eine Rolle bei der Bildung der 61C7/8 Domäne spielen, 
dann ist deren Bindung lediglich im proximalen Teil von Bedeutung.  
Im Fall der 3C6/7 Interbande bewirkte die Deletion der ~700bp großen fa(swb)  Re-
gion, dass die restliche DNA-Sequenz nicht mehr in der Lage ist dekondensiertes 
Chromatin zu bilden. Die ektopische Bandendomäne blieb nach der Rekombination 
des verkürzten 3C6/7 Fragments kompakt (Abb. 13a-b´). Dies konnte bereits durch 
andere Gruppen (Semeshin et al., 2008) gezeigt werden und bestätigt damit den für 
die Bildung offenen Chromatins essentiellen Charakter der fa(swb) Region. In dieser 
Region sind regulatorische Komponenten für das angrenzende Notch Gen lokalisiert.  
 
3.3.2 Die Fähigkeit zur Bildung dekondensierten Chromatins geht einher mit der Bin-
dung spezifischer Proteine 
 
Die zytologische Analyse ergab, dass im Falle der 61C7/8 Sequenz der proximale 
Bereich essentiell für die Bildung von dekondensierten Chromatin ist. Eine 2,3 kb 
Deletion im proximalen DNA-Fragment bewirkt, dass die verbleibende Interbanden 




Abb. 13: Die Chromatinstruktur der Deletionsvarianten 3Cfa(swb), 61C∆distal und 
61C∆proximal. Nachweis  der Rekombination mittels DNA-Färbung (a) und FISH (b-
b´) bei pattP3C(fa(swb)) Rekombinanten sowie mittels FISH (c-d´) bei pattP61C∆d 
und pattP61C∆p Rekombinanten. a-b´) Die fa(swb) Deletion bewirkt den Verlust der 
Fähigkeit der 3C6/7 Interbandensequenz dekondensiertes Chromatin zu bilden (roter 
Pfeil in a-b´). c-c´) Das lokal deletierte distale Fragment verfügt unverändert über die 
Kapazität dekondensiertes Chromatin zu bilden, erkennbar an der gesplitteten Bande 
(gelbe Pfeile) mit der darin befindlichen in situ markierten Interbande. d-d´) Im Ge-
gensatz dazu ändert sich die Zytologie der Modellbande im Falle der proximalen De-
letion nicht. Die proximal um 2,3 kb deletierte 61C-Interbandensequenz ist nicht mehr 
in der Lage dekondensiertes Chromatin zu bilden (roter Pfeil und in situ Signal). Als 
jeweilige DNA Probe wurde das entsprechende Deletionskonstrukt genutzt. e-e´´ und 
f-f´´) Die unverändert stabile Bildung einer Interbande im Falle der distalen Deletion 
geht einher mit einer stabilen Bindung von Chriz und Jil-1 (gelber Keil in e-f´´) inner-
halb der ektopischen Interbande. g-g´´ und h-h´´) Der Verlust der dekondensierten 
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Chromatinstruktur (roter Pfeil) bei der lokalen proximalen  Deletion, zieht einen Ver-
lust der Bindungen von Chriz und Jil1 nach sich (g-h´´). Balken 2 µm.    
 
Der funktionelle Charakter dekondensierter Interbandendomänen ist definiert durch 
die spezifisches Bindung unterschiedlicher Proteine und die Anwesenheit bestimmter 
epigenetischer Modifikationen. Um die Frage zu klären, ob sich mit dem Verlust der 
zytologischen Struktur auch die funktionellen Eigenschaften verändern, wurden im-
munzytologische Analysen durchgeführt. Dabei habe ich wie auch in 3.2.3 die Bin-
dung der Proteine Chriz, Jil, CTCF, CP190 und BEAF32 untersucht. Die Immunzyto-
logische Analyse ergab, dass bei 61C∆prox-Rekombinanten mit dem Verlust der de-
kondensierten Chromatinstruktur auch die Bindung der der Interbandenproteine ent-
fällt. In Abb. 13e-e´´ ist dies für das Protein Chriz und in Abb. 13f-f´´ für das Protein 
Jil1 dargestellt. Im Gegensatz dazu ist bei den 61C∆dist-Rekombinanten neben der 
unveränderten zytologischen Chromatinstruktur auch das Protenbindungsverhalten 
unverändert. Alle untersuchten Proteine (Chriz, Jil1, CTCF, CP190 und BEAF32) 
konnten wie bei der endogenen Sequenz bzw. bei den 61C-Rekombinanten auch bei 
der 61C∆dist-Rekombinanten innerhalb der ektopischen Interbande nachgewiesen 
werden. In Abb. 13 c-d´´ ist diese Beobachtung für das Protein Chriz bzw. Jil1 darge-
stellt.  
 
3.3.3 Ein 490 bp Element mit Promoterfunktion in der proximalen Region der 61C7/8 
Interbande ist essentiell für die Bildung von dekondensiertem Chromatin   
 
Trotz starker Bindungsstellen für die Proteine Chriz, BEAF und CP190 an beiden 
Flanken der 61C7/8 Interbande führt lediglich die 2,3 kb Deletion innerhalb der pro-
ximalen Sequenz zum Verlust der Fähigkeit zur Bildung einer dekondensierten 
Chromatinstruktur verbunden mit dem Verlust der Bindung typischer funktioneller 
Proteine. Dies wirft die Frage auf, ob die Bindung der untersuchten Proteine über-
haupt generell für die 61C7/8 Interbandenbildung notwendig sind oder ob sie ihre 
Funktion lediglich über Bindungen im proximalen Bereich ausüben. Als Alternative 
könnten potentielle Promoterelemente der im proximalen Fragment kartierten Gene 
(CG3402, MED30 und Rev1) für die Bildung der dekondensierten Struktur relevant 
sein. Alle drei Gene werden nach Daten der FlyBase in Speicheldrüsen von Larven 




wie des frei zur Verfügung stehenden „Promoter 2.0 Prediction Server“ konnten im 
proximalen Fragment zwei Promoterelemente identifiziert werden. Diese liegen zum 
einen zwischen den Genen Rev1 und MED30 sowie weiter distal zwischen den Ge-
nen MED30 und Rev1 (Abb. 14a). Zur Klärung der Frage, ob diese Promoterelemen-
te für die Bildung der 61C7/8 Interbande notwendig sind, wurden Konstrukte herge- 
 
Abb. 14: Die Deletion des Promoter Elements P1 führt zum Verlust der Fähigkeit zur 
Interbandenbildung. Nach Deletion von Promoterelementen (P1, P2 und P1+2) in-
nerhalb des proximalen 61C7/8 Fragments wurde eine zytologische Analyse der ent-
sprechenden Rekombinanten (pattP61C∆P1, pattP61C∆P2 und  pattP61C∆P1+2) 
durchgeführt. a) Molekulare Karte des proximalen 61C7/8 DNA-Fragments mit den 
darin befindlichen Genen sowie den markierten Promoterdeletionen  ∆P1 und ∆P2 
(schwarze Balken). Alle anderen Markierungen wie bei Abb. 7. b, d, f) DNA-Färbung 
sowie (c,c´ und e,e´und g,g´) FISH der polytänen Chromsomen von pattP61C∆P1, 
pattP61C∆P2 und  pattP61C∆P1+2 Rekombinanten. b-c´ und f-g´) Nach Deletion des 
Promoter 1 ist die Fähigkeit zur Bildung der dekondensierten Chromatinstruktur ver-
loren gegangen (rote Pfeile). d-e´) Bei Rekombinanten mit einer Promoter 2 Deletion 
ist die 61C7/8 Sequenz weiterhin in der Lage dekondensiertes Chromatin zu bilden 





stellt die entweder für je ein (pattP61C∆P1 bzw. pattP61C∆P2) oder für beide 
(pattP61C∆P1+2) Promotersequenzen deletiert waren (Abb. 11). Diese Deletions-
konstrukte wurden wie beschrieben über sequenzspezifische Rekombination in die 
Modellbande der Linie #42 integriert (Tabelle 5) und anschließend auf ihre Zytologie, 
ihre Fähigkeit zur Proteinbindung und ihr Expressionsverhalten analysiert. 
Die erhaltenen Rekombinanten wurden wie beschrieben auf Insertion der Promoter-
Deletionskonstrukte mittels FISH getestet. Die in-situ Signale lagen bei allen drei re-
kombinanten Linien (pattP∆P1, pattP∆P 2 und pattP∆P 1+2) im erwarteten Locus 
innerhalb der Modellbande. Die chromosomale Strukturanalyse des Ban-
den/Interbanden-Musters zeigte bei der ~160bp großen Promoter-2 Deletion 
(pattP∆P2) unverändert die Ausbildung einer dekondensierten Chromatinstruktur 
(Abb. 14 d-e´). Die ~490bp große Deletion des Promoter-1 in den Rekombinanten 
pattP∆P1 und pattP∆P1+2 eliminierte dagegen die Fähigkeit der verwendeten Frag-
mente zur Bildung dekondensierten Chromatins (Abb. 14b-c´und f-g´). Dieses Ergeb-
nis deutet auf eine essentielle Rolle der Promoter-1 Sequenz bei der Bildung und 
Aufrechterhaltung der 61C7/8 Interbande hin. Mit dem Verlust der P1-Sequenz ge-
hen allerdings nicht nur potentiell relevante Promotersequenzen verloren, sondern es 
werden gleichzeitig in diesem Fragment lokalisierte spezifische Proteinbindungsstel-
len für Chriz, CP190 und BEAF32 eliminiert. Neben einem möglichen Effekt einer 
transkriptionellen Inaktivierung benachbarter Gene (MED30 und Rev1) könnte somit 
auch eine fehlende Proteinbindung infolge dieser Deletion die Ursache für den Ver-
lust der Fähigkeit dekondensiertes Chromatin auszubilden sein. 
 
3.3.4 Die Promoter 1 Deletion zieht den Verlust der Bindung von Chromationprotei-
nen nach sich 
 
Wie bereits in den vorangegangenen Abschnitten, wurden die Promoterdeletionen 
pattP∆P1, pattP∆P2 und pattP∆P1+2 immunzytologische auf die Bindung von Inter-
bandenproteinen untersucht. Dabei wurde zusätzlich zur Bindung der Interbanden-
proteine  Chriz und Jil1 auch die Bindung der RNA-Pol-IIoSer5 untersucht. Diese 
RNA-Polymerase stellt die initiierende, aber nicht aktiv transkribierende Form dar. Bei 
der pattP61C Kontrolle konnte eine deutliche Bindung der RNA-Polymerase sowohl 
innerhalb der gesplitteten artifiziellen Bande, als auch in der endogenen 61C7/8 Se-




denen die Promoter 1 Deletion zur Unterdrückung der Ausbildung einer dekonden-
sierten Chromatinstruktur führte (pattP∆P1 und pattP∆P1+2), war keinerlei Bindung 
der untersuchten Proteine vorhanden (hier nur für RNA-Pol-IIoSer5  in Abb. 15 b-b´´ 
und d-d´´ gezeigt). Im Gegensatz dazu wies die pattP∆P2 Linie eine deutliche Pro-
teinbindung von Chriz, Jil1 und RNA-Pol-IIoSer5 innerhalb der gesplitteten Bande auf 
(hier nur für RNA-Pol-IIoSer5 in Abb. 15 c-c´´ gezeigt).  
 
3.3.5 Die Deletion von Promoter 1 als auch von Promoter 2 führt zu einer deutlichen 
Reduktion der Transkription 
 
Eine Erklärung für die Bildung der dekondensierten Chromatinstruktur von 61C7/8 
wäre, dass die Dekondensation zwangsläufig eine Folge der Öffnung des Chromatins 
bei aktiver Transkription der in dieser Region enthaltenen Gene Rev1, MED30 und 
CG3402 wäre. Um diese Möglichkeit zu überprüfen habe ich in Proben aus Spei-
cheldrüsen der rekombinanten Linien 61C∆P1, 61C∆P2 und 61C∆P1+2 mittels qRT-
PCR die Rev1 Genexpression des ektopischen Lokus überprüft. Das ektopische 
Rev1 Gen ist als verkürztes Fragment direkt mit der Vektorsequenz fusioniert und 
ermöglicht dadurch eine klare Unterscheidung seiner Transkripte von denen des en-
dogenen Rev1 Gens. Das von mir amplifizierte 100 bp Fragment beginnt in der P1-
Region und reicht von dort in die angrenzende Vektorsequenz hinein. Bei der 
61C∆P1 Linie ist die Rev1 Transkription im Vergleich zur Positivkontrolle (pattP61C) 
um das fünffache reduziert. Erstaunlicherweise bewirkt die Promoter 2 Deletion 
(pattP∆P2) eine ähnlich starke Reduzierung der Rev1 Transkription, was einen Ein-
fluss der P2 Sequenz auf die Transkription von Rev1 vermuten lässt (Abb. 15 f). Die-
se Annahme wird dadurch gestärkt, dass bei Deletion beider Promotersequenzen 
(pattP∆P1+2) die Rev1 Transkription noch stärker reduziert ist als bei den Einzeldele-
tion ∆P1 und ∆P2. Damit ist klar, dass die Deletion der ~490 bp großen Promoter 1 
Sequenz, aber nicht deren Beitrag zur transkriptionellen Aktivität des Rev1 Gens für 
den Verlust der Bildung und Aufrechterhaltung der offenen 61C7/8 Struktur verant-
wortlich ist. Allerdings kann noch nicht ausgeschlossen werden, dass eine durch den 
Promoter 1 induzierte MED30 Transkription zur Bildung der offenen Chromatinstruk-
tur von 61C7/8 beiträgt. Diese Möglichkeit konnte nicht überprüft werden, da keine 
spezifische Quantifizierung der ektopischen MED30 Transkription im Vergleich zur 




Abb. 15: Die Deletion des 490 bp Promoter 1 Fragments eliminiert die Fähigkeit der 
Bindung von Chromatinproteinen und reduziert die Transkription des Rev1 Gens. 
Immunzytologische und Expressionsanalyse der Promoter-Deletions Rekombinan-
ten. a-a´´) In der pattP61Cdp Kontrolle (gelber Keil) als auch (e-e´´) im endogenen 
61C7/8 Locus (blaue Pfeile) in ist eine deutliche Bindung der initiierenden RNA-Pol 
II0 zu erkennen. b-b´´ und d-d´´) Die Promoter 1 Deletion führt neben dem Verlust der 
Interbandenstruktur (rote Pfeile) auch zum Verlust der funktionellen Proteinbindung 
für die RNA-Pol II0. c-c´´) Im Gegensatz dazu bleibt bei der pattP∆P2 Rekombinante 
neben der unverändert stabil gebildeten Interbande (zwischen gelben Pfeilen) auch 
die funktionelle  RNA-Pol II0 Bindung bestehen (gelber Keil). f) Transkription vom 
transgenen Rev1 in pattP61∆P1 (Hellblau), pattP61C∆P2 (Braun) und 
pattP61C∆P1+2 (Grün) Rekombinanten sowie vom endogenen Rev1 (Orange) im 
Verhältnis zur transgenen Rev1 (Dunkelblau) Transkription in pattP61C Rekombinan-
ten (auf 1.0 RQ gesetzt) ermittelt mit qRT-PCR. Speicheldrüsen von w1118 Larven 




4.1 Das molekulare Profil des Chromatins definiert auch dessen strukturelle Organi-
sation  
 
Neben der in der Einleitung ausführlich beschriebenen Organisation des Chromatins 
in hierarchisch aufgebaute Strukturen unterschiedlicher Kondensation und der Unter-
teilung in Hetero- und Euchromatin belegen neue genomische Studien eine tieferge-
hende Klassifizierung des Chromatins in verschiedene Typen. Diese Chromatintypen 
sind charakterisiert durch spezifische Bindung von Proteinen bzw. Proteinkombinati-
onen, durch Histonmodifikationen und anderen Faktoren wie z.B. DNase hypersensi-
tive Stellen, P-Element-Insertionen oder Gendichte. Auf Basis dieser Unterteilung 
gliedert sich das Chromatin in Domänen mit einem DNA Gehalt von bis zu 100 kb. 
Jede chromosomale Domäne wird hinsichtlich ihrer molekularen Beschaffenheit (Pro-
teinbindungen und Histonmodifikationen) einem bestimmten Chromatintyp und damit 
einem bestimmten Kondensationsgrad zugeordnet. Filion et al. (2010) nutzte für sei-
ne Chromatinklassifizierung ein Set von 53 unterschiedlichen Proteinen. Anhand 
hochauflösender, genomweiter Bindungskarten dieser Proteine in diploiden Droso-
phila Kc167-Zellen (ChIP) unterteilte Filion et al. das Chromatin in fünf Typen, welche 
jeweils ein bestimmtes kombinatorisches Set von Proteinbindungen aufweisen. Je-
dem dieser Chromatintypen wurde eine bestimmte Farbe zugeordnet. So stehen 
grünes und blaues Chromatin für zwei unterschiedliche Arten von Heterochromatin, 
gelbes und rotes Chromatin für zwei Arten von transkriptionell aktiven Euchromatin, 
und schwarzes Chromatin als die am häufig auftretendste Art transkriptionell inakti-
ven Chromatin. Neben Filion et al. hat auch Kharchenko et al. (2010) eine genomwei-
te Chromatinlandkarte erstellt. Diese basiert auf 18 verschiedenen Histonmodifikatio-
nen, untersucht in Drosophila S2 und BG3 Zellen. Die resultierende Chromatin-
Klassifizierung in 9 verschiedene Typen erfolgte ähnlich wie bei Filion et al. auf der 
Basis kombinatorischer Muster bestimmter Histonmodifikationen. Trotz unterschiedli-
cher Grundlagen der Analysen (Proteine bzw. Histonmodifikationen) ist sowohl bei 
Filion et al. als auch bei Kharchenko et al. eine ähnliche Klassifizierung des Chroma-
tins zu erkennen. Die unterschiedliche Anzahl typisierter Chromatinarten ist lediglich 
auf den Feinheitsgrad der Klassifizierung zurück zu führen. Neue Studien von Zhimu-




proteinen innerhalb kartierter Interbanden, welche in den Zellinien S2, Kc, Bg3 und 
Clone 8 (modencode) an den entsprechenden genomischen Regionen binden. Auf 
Basis dieser Bindungsprofile unterteilten die Autoren das Chromatin in vier unter-
schiedliche Typen (Cyan, Blau, Grün und Magenta) welche jeweils ein bestimmtes 
Set von kolokalisierenden Proteinen aufweisen und damit einen bestimmten Chroma-
tintyp repräsentieren.  Die Arbeiten von Filion et al., Kharchenko et al. und Zhimulev 
et al. zeigen einen Trend neuer Studien, das Chromatin auf der Basis molekularer 
und epigenetischer Charakteristika (z.B. Proteinbindungen und Histonmodifikationen) 
zu beschreiben und nicht mehr anhand rein struktureller Hierarchien unterschiedli-
cher Kondensationsgrade. 
Die Spezifizierung des Chromatins in verschiedene Typen anhand molekularer Ei-
genschaften und die daraus resultierende Gliederung in chromosomale Domänen 
unterschiedlicher Kondensationsgrade ist in der Form auch in polytänen Interpha-
sechromosomen als Banden/ Interbandenmuster von z.B. Drosophila melanogaster 
zu sehen. Inwieweit sich die Ergebnisse der genomweiten Chromatinstudien in dipoi-
den Zellen mit der konservierten Bandenstruktur polytäner Chromosomen in Über-
einstimmung zu bringen sind und somit zum Allgemeinverständnis chromosomaler 
Strukturen beitragen, bedarf vergleichender, detailierter Analysen beider Zelltypen. 
Klassische Studien zu diesem Thema begannen bereits in den 1960-80er Jahren mit 
quantitativen Messungen des Chromatingehalts von Interbanden und Banden. Diese 
basierten auf Feulgenzytophotometrie (Swift, 1962; Crick, 1971; Beermann, 1972) 
und densitometrischer Elektronenmikroskopie (Laird, 1980). Wie bereits in der Einlei-
tung erwähnt ergaben sich in Abhängigkeit der angewandten Methodik Diskrepanzen 
bei der Abschätzung des DNA-Gehalts von Interbanden (~3-5% von Swift, 1962; 
Crick, 1971; Beermann, 1972 bzw. ~26% von Laird, 1980). Auch die Funktion und 
der transkriptionelle Zustand von Interbanden wurde in den letzten 40 Jahren kontro-
vers diskutiert. So wurde ursprünglich vorgeschlagen, dass dekondensierte Regionen 
polytäner Chromosomen (Interbanden und Puffs) transkriptionell aktive Strukturen 
darstellen, die permanent aktive Haushaltsgene tragen und kondensierte Regionen 
(Banden) die dazugehörigen Kontrollelemente beinhalten (Zhimulev, 1994; Crick, 
1971). Proteinbindungsstudien von Transkriptionsmarkern (z.B. RNA-Polymerase 2, 
3H-Uridin) innerhalb von Interbanden untermauerten diese These. Andere Studien 
relativieren dieses Modell und beschreiben, dass dekompaktes Chromatin von Inter-




erfüllen Interbanden eher regulatorische Aufgaben für die im kompakten Banden-
chromatin lokalisierte transkribierte Sequenz (Kvon et al., 2011; Paul, 1972; Sorsa, 
1984).  
Um etwas über die Chromosomenstruktur und die Mechanismen der Domänenbil-
dung zu erfahren, ist es von grundlegender Bedeutung die Grenzen chromosomaler 
Domänen zu kartieren und molekular zu beschreiben. Polytäne Chromosomen mit 
ihrem charakteristischen Banden/Interbanden Muster bieten hierfür ein geeignetes 
Modell, da sie einen direkten Vergleich zytogenetischer und molekularer Analysen 
gestalten. Die  Gruppe von Zhimulev hat zu diesem Thema zahlreiche Studien an 
den Modelldomänen 3C6/7 und 61C7/8 polytäner Chromosomen vorgenommen. Die 
Kartierung dieser beiden Interbandendomänen erfolgte ursprünglich auf Basis von P-
Element Insertionen (Demakov et al., 2004) bzw. auf hochauflösende in-situ Hybridi-
sierung entlang des polytänen Chromosoms (Rykowski et al., 1988). Aufgrund der 
geringen Größe von Interbanden und der limitierten Auflösung gegenwärtiger Unter-
suchungsmethoden ist diese Kartierung jedoch sehr ungenau. So liegt das Auflö-
sungsvermögen bei der für die 3C6/7 Interbandenkartierung genutzte in situ Hybridi-
sierung von Rykowski et al. bestenfalls bei 3 kb. Auch die bei der 61C7/8 Kartierung 
genutzte elektronenmikroskopische Lokalisierung von P-Elementen gibt keine ge-
naue Aussage über die Entfernung der Insertion zur Domänengrenze (Demakov et 
al., 2004). Die Auflösung der P-Element markierten Kartierung liegt nach Beermann 
(1972) bei höchstens 2 kb. Die 3C6/7 Interbande wurde anhand der Kartierungsstu-
dien von Rykowski (1988), Zimin (2004) und Keppy und Welshons (1977) auf einen 
DNA-Gehalt von 1,5 kb bestimmt. Diese Interbande verfügt über keine genkodieren-
den Sequenzen. Vielmehr verfügt sie über Promoter- und Enhancer-Elemente und 
fungiert dadurch als  regulatorische Sequenz für das in der 3C7 Bande befindliche 
Notch Gen (Rykowski et al., 1988). Die 61C7/8 Interbande wurde von der Zhimulev 
Forschungsgruppe ursprünglich auf ca. 1,8-2,1 kb geschätzt (Demakov et al., 1993) 
und später von derselben Gruppe auf einen DNA-Gehalt von ~4,7 kb erweitert (Se-
meshin et al., 2008). Ähnlich wie bei der 3C6/7 Interbande verfügt die von Semeshin 
bestimmte 61C7/8 Interbandensequenz über keine Proteinkodierenden Sequenzen. 
Aus diesem Grund wurde für beide Interbandendomänen ein transkriptionell unab-
hängiger Prozess für ihre Bildung und Aufrechterhaltung vorgeschlagen (Demakov et 
al., 2004). Neben diesen als transkriptionell unabhängig gebildeten Interbanden 




permanent aktive Haushaltsgene verfügt und demnach über einen transkriptionell 
abhängigen Prozess gebildet und aufrecht erhalten wird (Demakov et al., 2004). Wei-
terhin wird für beide Typen von Interbanden eine unterschiedliche nukleosomale Ver-
packung beschrieben, welche auf unterschiedliche Histonmodifikationen bzw. Pro-
teinbindungen beruhen soll (Demakov et al., 2004).           
Die Beschreibung polytäner Chromosomen auf Basis molekularer Charakteristika  
(ChIP-Analysen) steckt im Gegensatz zu diploiden Zelllinien noch in den Anfängen 
und begrenzt sich in den wenigen Studien auch nur auf lokale Regionen und wenige 
epigenetische Faktoren. Dennoch wurden bereits zahlreiche Proteine identifiziert, die 
in ihrer Bindung stark mit Interbandenchromatin korrellieren und als Komplex über 
die Etablierung spezifischer Histonmodifikationen oder über schleifenbildende „long 
range“ Interaktionen maßgeblich an der Bildung des entsprechenden Chromatintyps 
beteiligt sind wie z.B. der Chriz-Komplex (Eggert et al., 2004) oder der NSL-Komplex 
(Raja et al., 2010). Für dekondensiertes Interbandenchromatin wurden interbanden-
spezifische Proteine (z.B. Chriz, Z4), Isolatorproteine (z.B. BEAF32, CP190, CTCF), 
Chromatin-Remodeller (z.B. WDS); histonmodifizierende Enzyme (z.B. Jil1), Histon-
varianten (z.B. H2A2, H2AZ) oder Histonmodifizierungen (z.B. H3K9ac, H3S10ph 
und H3K4me3) in polytänen Chromosomen nachgewiesen (Eggert et al., 2004; Gort-
chakov et al., 2005; Gan et al., 2011; Zhao et al., 1995; Elgin et al., 1975; Hollmann 
et al., 2002; Raja et al., 2010; Donahue et al., 1986; Jin et al., 1999; Deng et al., 
2005). Ein molekulares Profil dieser Proteinbindungen oder Histonmodifikationen 
kann somit zur Identifizierung der Grenzen unterschiedlich kompaktierten Chromatins 
und somit zur Erstellung einer Karte chromosomaler Domänen beitragen. Erste Er-
gebnisse in dieser Richtung wurden kürzlich von Zhimulev et al. (2014) berichtet.  
 
4.2 Die 61C7/8 Interbande weist eine deutlich größere Ausdehnung auf als ange-
nommen 
 
In meiner Arbeit  basiert die Kartierung der 61C7/8 Interbande auf zytogenetische 
Analysen (FISH) verknüpft mit den Daten molekularer Bindungsprofile in Drosophila 
S2 Zellen (modENCODE). Die von Demakov (1993) ursprünglich berechnete Größe 
der 61C7/8 Interbande von 1,8-2,1 kb und später von Semeshin (2008) genutzten 
~4,7 kb stehen nicht in Übereinstimmung mit den in unserer Gruppe ermittelten Kar-




fischer DNA Sonden entlang der 61C7/8 Sequenz konnten vor allem weiter proximal 
lokalisierte Sequenzen der 61C7/8 Interbande zugeordnet werden (Diplomarbeit Kat-
rin Lehmann; 2006; Diplomarbeit Navid Dehdashti-Zadeh, 2005). Die distale Grenze 
wurde von Zhimulev´s Gruppe und unserer Gruppe übereinstimmend kartiert. Insge-
samt beträgt der von unserer Gruppe ermittelte 61C7/8 DNA-Gehalt mindestens 17 
kb und ist demnach weitaus größer als der von Semeshin et al. vorgeschlagene 
DNA-Abschnitt (Abb. 7a). Auch die molekularen Profile für charakteristische Protein-
bindungen (z.B. Chriz, CP190 und BEAF) und Histonmodifikationen (z.B. HK27me3, 
H3K4me3 und H3K9ac) innerhalb dekondensierten Chromatins (S2 Zellen, modEN-
CODE, Abb. 8a) deuten entgegen der Kartierung von Semeshin et al. auf eine weit-
aus größere proximale Ausdehnung der 61C7/8 Interbande hin. Zur Überprüfung un-
serer Kartierungsergebnisse wurde der proximale Abschnitt der ~17 kb umfassenden 
Sequenz mittels hochauflösender FISH auf Zugehörigkeit zur 61C7/8 Interbande un-
tersucht. Das FISH-Signal der ~4 kb großen DNA-Probe, welche in der proximalen 
Region hybridisiert, lag eindeutig innerhalb der endogenen 61C7/8 Domäne und be-
stätigt damit unsere Kartierungsergebnisse (Abb. 9c-c´´). Damit lag der Beweis vor, 
dass die 61C7/8 Interbande entgegen der Kartierung von Zhimulevs Gruppe eine 
deutlich erweiterte proximale Ausdehnung aufweist. Eine klare Aussage über die ge-
naue Position der Domänengrenzen von 61C7/8 konnte ich mit diesem Experiment 
aber nicht treffen. Hierfür sind weiterführende Analysen notwendig, welche ich in 
Punkt 4.3 erläutern werde.  
Die erweiterte Spannweite der 61C7/8 Interbande konnte kürzlich von mir mit eige-
nen Daten hochauflösender FISH unter Verwendung zahlreicher Hybridisierungspro-
ben entlang der chromosomalen 61C6/7-61C9 Region untermauert werden. Die da-
bei erhaltenen Daten lassen sogar auf einen DNA-Gehalt der 61C7/8 Interbande von 
mindestens 20 kb schließen. Da diese Ergebnisse noch sehr neu sind und die von 
mir durchgeführte Kartierung sich noch im Prozess befindet sind diese Ergebnisse in 
der vorliegenden Arbeit nicht enthalten.  
Um die Diskrepanz der Ergebnisse unserer Gruppe und der Gruppe von Zhimulev zu 
erklären muss die unterschiedliche Methodik der 61C7/8 Kartierung verglichen wer-
den. Die Kartierung von Demakov (1993) basierte auf zufällige P-Element Insertion 
innerhalb der endogenen 61C7/8 Interbande. Dies resultierte in der ektopischen Bil-
dung einer neuen Bande innerhalb der 61C7/8 Interbande. Die Messung der 61C7/8 




skopischer Analysen. Unter Berücksichtigung des typischen Kondensationsgrades 
von Interbandenchromatin (Semeshin et al., 1989) ergab sich eine Schätzung des 
DNA-Gehalts der 61C7/8 Interbande von 1,8-2,1 kb. Die Genauigkeit dieser Berech-
nung ist aufgrund der Fülle an variablen Faktoren anzuzweifeln. So können z.B. die 
Chromosomen unterschiedlich stark gespreitet sein, was bei der mikroskopischen 
Distanzberechnung bzw. der Berechnung des DNA-Gehalts zu Ungenauigkeiten füh-
ren kann. Auch der in der Größenberechnung einbezogene Dekondensationsgrad 
von Interbandenchromatin kann eine Fehlerquelle darstellen, nachdem Demakov 
(2004) eine unterschiedliche Nukeosomenverpackung für zwei unterschiedliche In-
terbandentypen propagierte. Nicht zuletzt kann nach Meinung der Autoren auch eine 
transkriptionelle Aktivität des P-Elements zur Veränderung benachbarter Chromatin-
struktur führen und demnach Einfluss auf die Interbandengröße haben. Der transkri-
bierte Teil der dabei zur lokalen Dekondensation an einem Ende der P-Element In-
sertion beiträgt, hat einen DNA-Gehalt von 1,7 kb und musste dementsprechend für 
die Berechnung der 61C7/8 Interbandengröße abgezogen werden. Unter Berücksich-
tigung dieser lokalen Dekondensation, der damit resultierenden Ausdehnung der 
61C7/8 Interbande um 0,25 µm und dem typischen Kondensationsgrad von Inter-
bandenchromatin (Semeshin et al., 1989) ergab sich eine Schätzung des DNA-
Gehalts der 61C7/8 Interbande von 1,8-2,1 kb.  
Durch den in unserer Gruppe ermittelten größeren Abschnitt der 61C7/8 Interbande 
ergeben sich auch neue Betrachtungen bezüglich der transkriptionellen Eigenschaf-
ten dieser Interbande. Zusätzlich zu der Nicht-Protein kodierenden Sequenz in dem-
von Semeshin et al. (2008) bestimmten Abschnitt, befinden sich im proximalen Be-
reich der von uns kartierten 61C7/8 Sequenz vier Gene Rev1, MED30, CG3402 und 
Gale, welche in Speicheldrüsen von Larven des dritten Stadiums moderat bis stark 
exprimiert werden (FlyBase). Dies wirft ein ganz anderes Licht auf den möglichen 
Mechanismus der 61C7/8 Interbandenbildung, welcher durchaus transkriptionell be-
dingt sein könnte und damit zur zweiten Gruppe von Interbanden gehören würde. 
Darauf werde ich in Punkt 4.4 noch im Detail eingehen.  
Für die 3C6/7 Interbande habe ich keine weitere Kartierung mittels FISH vorgenom-
men, da diese Interbande bereits von mehreren Gruppen detailliert beschrieben und 
charakterisiert wurde (Keppy und Welshons, 1977; Rykowski, 1988; Semeshin et al., 




ständig mit dem molekularen Profil für Interbanden spezifische Proteinbindungen und 
Histonmodifikationen (modENCODE) überein. 
 
4.3 Banden und Interbanden stellen autonome Einheiten in polytänen Chromosomen 
von Drosophila dar   
 
Um zu verstehen wie sich chromosomale Domänen bilden und aufrecht erhalten, ist 
es notwendig sie funktionell und zytologisch zu charakterisieren. Dabei stellt sich die 
Frage, ob sich chromosomale Domänen in Abhängigkeit ihres genetischen Umfelds 
kontextabhängig bilden oder vollkommen autonome Strukturen darstellen, die sich 
auch in ektopischen Positionen bilden können. Klassische Modelle zur Organisation 
von Chromatin propagieren, dass eine Bande mit der benachbarten Interbande eine 
funktionelle Einheit bilden (siehe 4.1; Crick, 1971; Paul, 1972; Sorsa, 1984). Diese 
von Crick, Paul und Sorsa beschriebene funktionelle Organisation des Chromatins 
spricht gegen einen autonomen Charakter von Banden und Interbanden und viel-
mehr für eine Abhängigkeit dieser Domänen von ihrem chromosomalen Umfeld. An-
dererseits beinhaltet der Begriff einer Domäne gerade die Beschreibung einer mehr 
oder weniger unabhängigen Einheit der Struktur und Funktion. Für eine kontextab-
hängige Bildung chromosomaler Domänen spricht auch der stabile und reproduzier-
bare Charakter des Banden/Interbandenmusters einer Spezies, welches sich auch in 
gewissem Umfang in anderen Geweben und unterschiedlichen Entwicklungsstadien 
ausbildet (Zhimulev und Koryakov, 2009; Beermann, 1950, 1952, 1961, 1972). Beo-
bachtete Unterschiede des Bandenmusters können begründet sein auf lokale Unter-
schiede gewebs- bzw. entwicklungsstadienabhängiger Transkription, auf variable Än-
derungen intra- bzw. extrazellulärer Konditionen (Ilyinskaya, 1977, 1980; Zhimulev 
und Koryakov, 2009) oder auf technische Schwierigkeiten der Bandenkartierung in-
folge variabler Einflüsse bei der Chromosomenpräparation. Man könnte annehmen, 
dass die evolutionäre Stabilität und Konserviertheit des chromosomalen Bandenmus-
ters darauf zurückzuführen ist, dass sich diese Strukturen nur in Abhängigkeit ihrer 
chromosomalen Umgebung korrekt ausbilden.   
Um zu überprüfen, ob Banden und Interbanden Strukturen sind, die sich kontextab-
hängig bilden oder autonome Domänen darstellen ist es notwendig einzelne solcher 
Abnschnitte in ektopische Regionen einzufügen und somit von dem natürlichen ge-




Wenn die transferierte Domäne fähig ist ihre strukturellen und funktionellen Eigen-
schaften in einem veränderten genetischen und epigenetischen Umfeld auszubilden, 
dann verfügt sie über alle essentiellen Sequenzen zur Domänenbildung und reprä-
sentiert damit eine autonome Struktureinheit.  
Ein erster Ansatz zur Analyse von chromosomalen Domänen hinsichtlich ihrer Auto-
nomie war die ektopische Bildung kondensierter Domänen (Banden) innerhalb von 
Interbanden durch P-Element Insertion. Semeshin et al. (1989) beschrieben in ihren 
Analysen, dass P-Elemente mit einer Mindestlänge von ~5 kb nach genomischer In-
sertion einen Prozess der DNA-Kondensation durchlaufen und dadurch stabile Struk-
turen bilden, die von endogenen Banden nicht zu unterscheiden sind. Die Interban-
de, in die das P-Element integriert, bleibt ebenfalls erhalten und wird infolge der neu 
gebildeten Bandendomäne in zwei Teile gesplittet. Eine transkriptionelle Aktivierung 
innerhalb der neuen Bande resultierte in der lokalen Dekondensation und einer Puff-
Bildung. Diese Analysen weisen zwar auf einen autonomen und funktionellen Cha-
rakter der infolge der P-Element Insertion neu gebildeten Bandendomäne hin, geben 
aber keine Auskunft über den Bildungsprozess von dekondensierten Interbandendo-
mänen. Diese Methode der P-Element induzierten Bandenbildung war vielmehr ein 
Mittel zur Kartierung benachbarter endogener Interbandensequenzen (siehe Punkt 
4.2; Beermann, 1972; Demakov et al., 2004).  
Semeshin et al. (2008) haben in späteren Analysen die in Punkt 4.2 erwähnten kar-
tierten Interbandendomänen (3C6/7 und 61C7/8) daraufhin getestet, ob sie innerhalb 
eines neuen chromosomalen Umfelds dekondensierte Strukturen ausbilden und so-
mit autonomen Charakter aufweisen. Der Vorteil bestand darin, dass die getesteten 
Sequenzabschnitte zwei natürlich vorkommenden Interbanden entsprachen und die 
Analyse somit näher an den Prinzipien der Bildung natürlich vorkommender Inter-
bandendomänen angelehnt war. Dafür konstruierte Semeshin einen P-Element Vek-
tor, der die entsprechenden Interbandensequenzen beinhaltet, flankiert von transkrip-
tionell inaktiven Sequenzen. Die genomische Insertion dieser P-Elemente resultierte 
in der Bildung einer ektopischen Interbande, flankiert von kondensierten Chromatin. 
Damit hat Semeshin den autonomen Charakter dieser beiden Interbandensequenzen 
nachgewiesen.  
Auch meine Arbeit basiert auf der Untersuchung der 3C6/7 und 61C7/8 Interbande, 
wobei der Schwerpunkt aus den in Punkt 4.2 erwähnten Gründen auf der 61C7/8 




mittels genomischer Insertion von Banden- bzw. Interbandensequenzen tragender 
Vektoren ektopische Domänenstrukturen zu generieren. Der große Vorteil meiner 
Methode liegt darin, dass mittels sequenzspezifischer PhiC31-Rekombination unter-
schiedliche Sequenzen in ein und denselben chromosomalen Locus inseriert werden 
können. Dies verhindert variable Einflüsse von Positionseffekten und ermöglicht ver-
gleichende Analysen unterschiedlicher DNA-Abschnitte und die Kartierung essentiel-
ler Sequenzen für die Domänenbildung.  
Mittels P-Element Insertion transkriptionell inaktiver Sequenzen, konnte ich eine kon-
densierte Bandendomäne etablieren und zeigen, dass die integrierten Sequenzen 
über alle essentiellen Faktoren zur Bildung kondensierten Chromatins verfügen und 
damit autonomen Charakter aufweisen. Diese ektopische Modellbande diente in ei-
nem zweiten Schritt als Ausgangspunkt für die gezielte Rekombination von attP ge-
koppelten Interbandensequenzen. Die Integration von DNA-Abschnitten aus Berei-
chen, die in Speicheldrüsen kondensiertes Chromatin bilden, verhielten sich erwar-
tungsgemäß und integrierten als kondensierte Struktur. 
Abschnitte aus dekondensierten Bereichen bildeten ebenfalls autonom dekonden-
sierte Strukturen. Im Fall der 61C7/8 Interbande nutzte ich ein Fusionsfragment be-
stehend aus einem ~5 kb großen DNA-Fragment der distalen 61C7/8 Region und ein 
~ 4kb großes DNA-Fragment der proximalen 61C7/8 Region. Auf Basis unserer Kar-
tierungsergebnisse und der molekularen Daten in diploiden Drosophila Zellen (mo-
dENCODE) beinhalten diese Fragmente die Domänengrenzen und binden dement-
sprechend die potentiellen Faktoren (z.B. Isolatorelemente), welche zur Bildung und 
Aufrechterhaltung des dekondensierten Chromatins notwendig sind. Die von Keppy 
und Welshons (1977) bzw. Rykowski (1988) auf ~1,5 kb kartierte 3C6/7 Sequenz, 
sowie das ~9 kb große Fusionsfragment der insgesamt ~17 kb großen 61C7/8 Se-
quenz etablierten nach gezielter genomischer Rekombination dekondensiertes 
Chromatin innerhalb der Modellbande. Dies beweist, dass die untersuchten Inter-
bandensequenzen über die vollständige Information zur Bildung dekondensierten 
Chromatins verfügen. Im Fall von 3C6/7 stellt dieses Ergebnis eine Bestätigung 
früherer Experimente (Semeshin et al., 2008) dar. Im Fall der 61C7/8 Interbande 
zeigt dieses Ergebnis in Verbindung mit den aus unserer Gruppe erhaltenen Kartie-
rungsdaten, dass die von mir genutzte ~9 kb große 61C7/8 Interbandensequenz alle 
Bedingungen zur Etablierung dekondensierten Chromatins hinreichend erfüllt. Ein 




proximalen Fragment auf die Bildung und Aufrechterhaltung der 61C7/8 Interbande 
kann nicht ausgeschlossen werden. Diesbezüglich bedarf es zusätzlicher Analysen, 
die ich in Punkt 4.4 erläutern werde.  
 
4.4 Ektopisch gebildetes Interbandenchromatin besitzt eine ähnliche Chromatinstruk-
tur und transkriptionelle Aktivität wie der endogene Lokus 
 
Die künstlich geschaffene 61C7/8 Interbande wurde nicht nur auf ihre Struktur hin 
untersucht, sondern auch auf die Bindung von Chromatinproteinen  sowie auf tran-
skriptionelle Eigenschaften. Die in dieser Arbeit mittels Immunzytologie untersuchten 
Proteine Chriz, Z4, Jil1, BEAF, CP190 spielen eine wichtige Rolle in der Bildung und 
Aufrechterhaltung dekondensierter Chromatindomänen. Die in meiner Arbeit durch-
geführte immunzytologische Analyse ergab, dass das Bindungsverhalten der oben 
beschriebenen Proteine in der transgenen und der endogenen 61C7/8 Interbanden-
region nahezu identisch ist. Das ist ein weiteres Argument dafür, dass der epigeneti-
sche Zustand der ektopischen 61C7/8 Interbande unabhängig von der chromosoma-
len Umgebung konserviert ist. Die Beobachtungen stimmen zudem mit den Bin-
dungsprofilen der Proteine in ChIPchip Analysen überein (mod-ENCODE), welche 
eine klare Bindung der identifizierten Proteine in der 61C7/8 Region bei diploiden S2 
Zellen nachweisen. Auffällig ist die ausgeprägte Kolokalisierung spezifischer Inter-
banden- und Isolatorproteine (Chriz, BEAF und CP190) innerhalb der 61C7/8 Regi-
on, insbesondere an de beiden Grenzregionen. Dies lässt vermuten, dass die dort 
gebundenen Proteine einen wichtigen Einfluss auf die Etablierung der dekondensier-
ten Chromatinstruktur ausüben.  
In diesem Zusammenhang ist es von Bedeutung, dass die in vielen Geweben expri-
mierten Interbandenproteine Chriz und Z4 miteinander interagieren und als Komplex 
für die Rekrutierung der Histon-H3S10 spezifischen Tandem Kinase Jil1 verantwortlich 
sind (Gan et al., 2011; Rath et al., 2006). Nach Chriz RNAi-knockdown ist die Bin-
dung von Jil1 und damit auch gleichzeitig die H3S10 Phosphorylierung im Chromatin 
reduziert, was auf den essentiellen Einfluss von Chriz auf die chromosomale Rekru-
tierung und Aktivität von Jil1 hindeutet (Gan et al. 2011). Lokale H3S10-
Phosphorylierung führt zur Dekondensierung des Chromatins (Deng et al., 2008) und 
trägt damit zur offenen Struktur von Interbanden bei. Hypomorphe Mutationen inner-




al., 2004) in einen Verlust des distinkten Banden-Interbandenmusters polytäner 
Chromosomen (Wang et al., 2001; Rath et al., 2006; Gan et al., 2011). Desweiteren 
deuten Studien darauf hin, dass lokale H3S10 Phosphorylierung indirekt die Tran-
skription dort befindlicher Gene reguliert, indem sie der für inaktives Chromatin typi-
schen Histonmodifikation H3K9Me2 und dem Gen-silencing entgegenwirkt (Zhang et 
al., 2006; Deng et al., 2010; Wang et al., 2011a, 2011b, 2012). Das Chriz Protein ist 
entscheidend für die Lokalisierung der Jil1 Kinase. Es ist jedoch unklar, wie Chriz im 
Chromatin gebunden wird. Eine direkte und spezifische DNA Bindung wurde bei 
Chriz bisher nicht nachgewiesen und es wird vermutet, dass Chriz über andere Pro-
teine oder Histonmodifikationen an das Chromatin rekrutiert wird (Vogelmann et al., 
2014).  
Die Proteine CP190 und BEAF32 gehören zur Gruppe der Isolator-Proteine, welche 
oft an den Domänengrenzen und an Promoterregionen lokalisiert sind und dort die 
Transkription stimulieren (Kyrchanova und Georgiev, 2014). Neue Studien von Vo-
gelmann et al. (2014) zeigen, dass das Isolatorprotein BEAF32 direkt mit Chriz inter-
agiert und so für dessen Rekrutierung an aktives Chromatin verantwortlich sein könn-
te. Die DNA-Bindung von BEAF32 erfolgt mit Hilfe von BED Fingerdomänen (Gilbert 
et al., 2006) an CGATA DNA-Motive bzw. Cluster solcher Motive (Jiang et al., 2009; 
Bushey et al., 2009; Gurudatta et al., 2012). BEAF32 bildet im Komplex mit weiteren 
Isolator-Proteinen (z.B. CP190) die sogenannten Isolator-Elemente.  
Vogelmann et al. (2014) beschrieb neben der Chriz/BEAF32 Interaktion auch eine 
direkte Interaktion von CP190 mit Chriz und BEAF32. CP190 wird dabei von BEAF32 
direkt rekrutiert (wie auch Chriz). Neben BEAF32 interagiert CP190 auch noch mit 
diversen anderen Isolator-Proteinen wie z.B. dCTCF, Su(Hw) und Mod(Mdg4) im 
Komplex. Die Komplexbildung von Isolator-Proteinen zu Dimeren bzw. Multimeren 
erfolgt über Interaktion spezifischer Proteindomänen (z.B. BTB/POZ-Domäne, „zinc-
finger“-Domäne, C- und N-terminale Domäne) was zur Ausbildung chromosomaler 
Schleifen führen kann (Vogelmann et al., 2014; Kyrchanova et al., 2013).  
Vogelmann et al. (2014) beschreiben den Wirkmechanismus von Isolatorelementen 
als einen zweistufigen Prozess. Die erste Stufe besteht aus der direkten DNA-
Bindung eines speziellen Proteins (z.B. BEAF32 an CGATA Motive) welches über 
Protein-Protein Interaktion ein oder mehrere andere Proteine rekrutiert (z.B. CP190 
oder Chriz). Dieser Komplex kann nun wiederum mit anderen Proteinen interagieren 




beschriebenen „Enhancer blocker“ bzw. „Barrier element“ Funktion (West et al., 
2002; Zhao et al., 2004; Cai und Levine, 1995) noch weitaus mannigfaltiger wirken. 
So können sie z.B. essentiell für die Promoteraktivität eines Gens sein, indem sie an 
der Bindung als auch Rekrutierung von Transkriptionskomplexen an der Promoterre-
gion beitragen (Vogelmann et al., 2011; Kyrchanova et al., 2013). Weiterhin können 
sie über sehr große Distanzen interagieren (>Mbp) und somit, wie bereits für 
BEAF/CP190 und Chriz weiter oben beschrieben, unter Bildung chromosomaler 
Schleifen transregulierend wirken. Dies bedeutet, dass ein Isolatorelement im Einzel-
fall in Abhängigkeit seiner Position entweder positiven als auch negativen Einfluss 
auf die Enhancer/Promoter Kommunikation haben kann. Eine genaue Vorhersage 
seiner Funktion ist infolge zahlreicher Abhängigkeiten schwer möglich. So können 
sich z.B. zwei interagierende identische Isolatorelemente gegenseitig neutralisieren, 
wenn sie zwischen Promoter und Enhancer lokalisiert sind (Kuhn et al., 2003). Re-
primierend können Isolatorelemente wirken, indem sie über long-range Interaktionen 
PRE-„Silencer“ Elemente in Promoternähe bringen. Andererseits können zwei identi-
sche Isolatorelemente weit voneinander entfernte Promoter und Enhancer in räumli-
che Nähe bringen und somit die Interaktion stimulieren. Nicht zuletzt ist auch die Zahl 
der kombinierten Insulatorelemente von Bedeutung. Nach genomweiten Untersu-
chungen werden an Grenzen von Domänen präferentiell komplexe Kombinationen 
vieler Insulatorelemente gefunden (Van Bortle et al., 2014).  
Neben ihrer Struktur und der Bindung molekularer und epigenetischer Faktoren wer-
den chromosomale Domänen auch hinsichtlich ihrer transkriptionellen Eigenschaften 
definiert (siehe 4.1). Um die ektopische 61C7/8 Interbande diesbezüglich zu analy-
sieren habe ich eine vergleichende quantitative Expressionsanalyse des ektopischen 
und endogenen Rev1 Gens durchgeführt. Die quantitative Analyse des proximal ge-
legenen ektopischen Rev1 Gens zeigt eine ähnlich moderate Expression wie das 
endogene Rev1. Dies zeigt, dass die ektopische 61C7/8 Interbande neben der de-
kompakten Struktur und des molekularen Bindungsverhaltens spezifischer Proteine 








4.5 Die Bildung und Aufrechterhaltung dekondensierten Chromatins bedarf lokal be-
grenzter Regionen innerhalb einer Interbande 
 
Nachdem der autonome Charakter von Interbandensequenzen mittels ektopisch 
etablierten dekondensierten Chromatins von mir nachgewiesen wurde, ergab sich die 
Frage welche Faktoren (z.B. Bindung von Proteinen, Histonmodifikationen, Promote-
relemente) innerhalb der Interbanden DNA-Sequenz essentiell für deren Bildung und 
Aufrechterhaltung sind.  
Der erste Schritt einer solchen Analyse ist die Kartierung essentieller DNA-Abschnitte 
für die Bildung dekondensierten Chromatins. Für die 3C6/7 Interbande wurden dafür 
bereits von Welshons und Keppy (1975) Analysen durchgeführt. Sie zeigten, dass in 
der fa(swb) Mutante die 3C6/7 Interbande ihre Kapazität dekondensiertes Chromatin 
zu bilden verliert. Die fa(swb) Mutation stellt eine ~880bp große Deletion dar, welche 
sich innerhalb der 3C6/7 Interbande direkt „upstream“ zum Notch Transkriptionsstart-
punkt befindet und als Insulatorelement Notch vor Positionseffekten schützt. Zytolo-
gisch ist dieser Effekt in einem Verlust der 3C6/7 Interbande und der Fusionierung 
der 3C6 Bande mit der 3C7 Bande zu erkennen. Andreyenkov et al. (2010) konnte in 
seinen Studien diesen ~880 bp großen essentiellen DNA-Abschnitt auf 246 bp fein-
kartieren. Nach Deletion dieses 246 bp großen DNA-Abschnitts verlor die ~1,5 kb 
große 3C6/7 Sequenz die Kapazität dekondensiertes Chromatin zu bilden. Im Ge-
gensatz dazu resultierte die genomische Insertion eines 917 bp großen Fragments 
der fa(swb) DNA-Sequenz in der Ausbildung einer ektopischen dekondensierten 
Chromatindomäne. Ausgehend von den 3C6/7 Kartierungsergebnissen von Ry-
kowski et al. (1988) stellt dieses 917 bp Fragment bzw. der auf 246 bp feinkartierte 
essentielle 3C6/7 DNA-Sequenzabschnitt lediglich einen Teil der ~1,5 kb großen 
3C6/7 Interbande dar. Diese Ergebnisse beweisen, dass die 3C6/7 Interbande so-
wohl für ihre Bildung als auch für ihre Aufrechterhaltung lediglich lokale Abschnitte 
benötigt und nicht in ihrer Gesamtheit essentiell ist. In meiner Arbeit war die um 
~800bp deletierte 3C6/7 Interbandensequenz (fa(swb) Mutante) nicht fähig  ekto-
pisch dekondensiertes Chromatin auszubilden und bestätigt damit den von Keppy 
und Welshons nahe gelegten essentiellen Charakter dieser Sequenz. Offen bleibt, 
welche spezifischen Faktoren innerhalb dieser lokalen Abschnitte letztendlich ent-
scheidend für die Bildung dekondensierten Chromatins sind. So sind speziell in der 




terbandenspezifische Proteine (Chriz) gebunden, welche für die Bildung und Auf-
rechterhaltung der Domäne wichtig sein könnten. Aus den in Punkt 4.2 erwähnten 
Gründen, lag der Focus meiner Studie aber nicht auf einer weiterführenden Analyse 
der 3C6/7 Sequenz, sondern auf der 61C7/8 Sequenz. Die dafür von mir gewonne-
nen Ergebnisse werde ich folgend auf Basis bereits bekannter Literaturdaten analy-
sieren. 
Eine Feinkartierung essentieller Abschnitte der 61C7/8 Interbande für deren Bildung 
und Aufrechterhaltung wurde bis zum heutigen Zeitpunkt nicht durchgeführt. Bereits 
aus der unterschiedlichen Kartierung dieser Domäne von Semeshin und unserer 
Gruppe (siehe 4.2) ergaben sich hierfür neue Erkenntnisse. Sowohl die von Semes-
hin et al. (2008) genutzte ~4,8 kb große 61C7/8 DNA-Sequenz als auch das von mir 
genutzte ~9kb große 61C7/8 proximal/distale Fusionsfragment war fähig autonom 
dekondensiertes Chromatin zu bilden. Die von Semeshin genutzte 4,7 kb große 
61C7/8-Sequenz stimmt vollständig mit dem von mir genutzten distalen Fragment 
überein und stellt somit lediglich einen lokalen Abschnitt der von mir genutzten Se-
quenz dar. Dies deutet wie bei der 3C6/7 Interbande darauf hin, dass lokale Ab-
schnitte von 61C7/8 ausreichend für deren Bildung und Aufrechterhaltung sind. Die 
von mir durchgeführten Deletionsanalysen ergaben jedoch, dass lediglich der proxi-
male Abschnitt der 61C7/8 Interbande autonom dekondensiertes Chromatin bilden 
und aufrecht erhalten kann (siehe 3.3.1). Dieses Ergebnis steht im Widerspruch zu 
den Ergebnissen von Semeshin et al. (2008), dessen distal gelegene 61C7/8 DNA-
Sequenz autonom dekondensiertes Chromatin ausbilden konnte. Eine mögliche Er-
klärung dafür könnte sein, dass in dem von Semeshin genutzten Interbanden-
Konstrukt ein hsp70 Promoter direkt angrenzend zur 61C7/8 Sequenz lokalisiert ist. 
Dieser Promoter könnte infolge seiner Basalaktivität Einfluss auf die umgebende 
Chromatinstruktur haben und diese dekompaktieren. Aus diesem Grund ist es frag-
würdig, ob die von Semeshin et al. (2008) genutzte 4,8 kb 61C7/8 Interbandense-
quenz tatsächlich autonom dekondensiertes Chromatin bildet. Dieser Umstand würde 
auch erklären, warum für die von Semeshin genutzte ~4,8 kb große 61C7/8 Sequenz 
keinerlei Isolatorfunktion nachgewiesen werden konnte (Berkaeva et al., 2009). In 
dem von mir durchgeführten Versuchsaufbau ist ein ungewollter Einfluss auf die 
Chromatinstruktur infolge einer basalen Promoteraktivität ausgeschlossen, da in dem 
von mir konstruierten Interbandenvektor (pattP61Cdp) keine Promoterelemente an-




ters zu klären, könnte ein solcher Promoter angrenzend zum distalen 61C7/8 Frag-
ment innerhalb des pattP61Cdp Vektors eingefügt werden und anschließend auf De-
kompaktierung untersucht werden.  
Da sich sowohl im distalen als auch im proximalen 61C7/8 Abschnitt prominente Bin-
dungsstellen für interbandenspezifische Proteine (z.B. Chriz) und Isolatorproteine 
(z.B. BEAF) befinden, ergab sich die Frage warum lediglich der proximale Abschnitt 
autonom dekondensiertes Chromatin ausbilden kann. Ein Grund dafür könnte das 
Vorhandensein transkriptionell aktiver Gene innerhalb der proximalen Region sein. 
Wie in 3.3.3 beschrieben verfügt die 61C7/8 Interbande über vier proteinkodierende 
Gene. Bei drei dieser Gene befinden sich der transkriptionelle Startpunkt und die ent-
sprechenden Promoterregionen innerhalb der proximalen 61C7/8 Sequenz. Zur Klä-
rung des möglichen Einflusses dieser Sequenzen bzw. der Transkription selbst wur-
den zwei potentielle Promoterregionen (P1 und P2) einzeln und in Kombination dele-
tiert. Lediglich die ~490bp große Promoterregion P1 resultiert in einen Verlust des 
ektopisch gebildeten dekondensierten Chromatins innerhalb der Modellbande. Dies 
beweist den essentiellen Charakter der Promotersequenz P1 und lässt auf eine mög-
liche Bedeutung der Transkription der beiden „upstream“ der Promoter 1 gelegenen 
Gene Rev1 und Med30 bei der Bildung des dekondensierten Chromatins schließen. 
Diese Annahme wird bestärkt durch immunzytologische Analysen, welche eine klare 
Bindung der Serin 5 phosphorylierten Form der RNA-Pol 2 innerhalb der endogenen, 
als auch der ektopischen 61C7/8 Interbande aufweisen. Weiterhin resultiert die Pro-
moter 1 Deletion in einer starken Reduktion der Rev1 Transkription (siehe 3.3.5). Die 
Untersuchung der Transkription der Gene MED30 und CG3402 in der ektopischen 
Domäne unter Ausschluss ihrer Transkription am endogenen Lokus konnte aufgrund 
fehlender spezifischer Primer nicht durchgeführt werden. Zur Unterscheidung der 
endogenen Transkription dieser beiden Gene könnten Polymorphismen innerhalb der 
ektopischen 61C7/8 Sequenz eingefügt werden und somit spezifisch die Transkripti-
on der beiden ektopischen Gene quantitativ analysiert werden.  
Interessanterweise führt die P2 Deletion ebenfalls zu einer drastischen Abnahme der 
Rev1 Transkription. Dies könnte durch ein regulatorisches Zusammenspiel beider 
Promotoren erklärt werden. Studien von Li et al. (2012) zeigen, dass Promoter-
Promoter Interaktionen zu einer Cluster-Bildung von gewebsspezifischen Genen so-
wie Haushaltsgenen führt und somit regulierend auf deren Transkription wirkt. Eine 




zwei oder mehreren gekoppelten Genen. Die Untersuchung eines möglichen koope-
rativen Zusammenspiels unterschiedlicher Promoteren könnte z.B. über „chromoso-
me conformation capture“ Analysen (3C) erfolgen oder über quantitative Transkripti-
onsanalysen im Promoter-deletierten genomischen Hintergrund. Zur Untersuchung 
des Einflusses der Transkription der innerhalb der 61C7/8 Interbande lokalisierten 
Gene (Rev1, MED30, CG3402) auf die lokale Chromatinstruktur, könnten Mutationen 
der entsprechenden Promoter relevanten Sequenzmotife (z.B. TATA-Box, CAAT-Box) 
generiert werden (Abb. 16). Die infolge der Mutation inaktivierten Promoteren wären 
nicht mehr in der Lage Komponenten der Transkriptionsmaschinierie (z.B. RNA-
Polymerase 2) zu binden und somit würde keine Transkription der entsprechenden 
Gene stattfinden. 
Abb. 16: DNA-Sequenz der deletierten Promoter 1 Region weist typische Promoter 
Motife auf sowie Bindungsstellen für BEAF. Im oberen Abschnitt ist eine schemati-
sche Darstellung der proximalen 61C7/8 Region dargestellt. Innerhalb dieser Region 
sind die darin befindlichen Genen Gale, CG3402, MED30 und Rev1 sowie die proxi-
male Deletion und beide Promoterdeletionen (∆P1 und ∆P2) gekennzeichnet. Im un-
teren Teil ist die DNA-Sequenz der Promoter 1 Deletion mit den in der Legende auf-
gelisteten Genabschnitte, Promoter Motife und BEAF Bindemotife dargestellt.  
Im Fall der 61C7/8 Interbande ist möglicherweise P1 der stärkere oder wichtigere 
Promoter, während P2 kooperativ die Rekrutierung der aktiv transkribierenden RNA-
Pol 2 unterstützt, aber nicht essentiell an der Bildung offenen Chromatins beteiligt ist. 
Bei solch einer Annahme wäre die Bildung dekondensierten Chromatins durch die 
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Bindung spezifischer Proteine abhängig und nicht direkt von dem Prozess der akti-
ven Transkription. Die Bindung dieser spezifischen Proteine könnte durch Mutation 
der entsprechenden Bindestellen (einzeln oder in Kombination) unterbunden werden 
und somit deren Einfluss auf die Bildung und Aufrechterhaltung der dekondensierten 
61C7/8 Chromatinstruktur untersucht werden.  
Hinsichtlich des möglichen Einflusses spezifischer Proteinbindungen auf die Bildung 
und Aufrechterhaltung dekondensierten Chromatins innerhalb der 61C7/8 Interbande 
sei erwähnt, dass beide Promoterregionen (P1 und P2) prominente Bindestellen für 
Chriz, CP190 und BEAF32 aufweisen (Abb. 14a). Diese Proteine könnten an der 
Rekrutierung von Chromatin modifizierenden Enzymen beteiligt sein (z.B. Jil1) und 
die Ausbreitung des kondensierten Chromatins blockieren (siehe 4.3). Desweiteren 
sind sowohl in der Promoterregion 1 als auch in der Promoterregion 2 typische His-
tonmodifikationen für aktives Chromatin wie H3K9Ac und H3K4Me3 angereichert 
(Abb. 7a und 8a). Diese sind potentiell in der Lage Aktivatorproteine bzw. Chromatin-
remodellierungs-Komplexe zu rekrutieren, welche durch Auflockerung der Chroma-
tinstruktur eine Plattform für die Bindung von Transkriptionskomplexen (RNA-Pol 2 
und assoziierende Faktoren) bilden. So bindet z.B. der Chromatin-
Remodellierungskomplex NURF an trimethylierten H3K4 und bewirkt über die Rekru-
tierung einer SNFL2 ATPase eine Aktivierung der HOXC8 Genexpression (Wysocka 
et al., 2006). Ein anderes Beispiel ist die spezifische Bindung des Heterochromatin 
Proteins HP1 an H3K9 methylierten Histonen. Die durch Jil1 gebildete H3S10 Phos-
phorylierung bewirkt wiederum, dass HP1 von direkt benachbarten H3K9 methylier-
ten Histonen dissoziiert (Fischle et al., 2005) und somit nicht mehr an der Bildung 
von kondensiertem Chromatin beitragen kann. Wie aus diesen Beispielen ersichtlich, 
können Proteinbindungen bzw. Histonmodifikationen an der Etablierung und Auf-
rechterhaltung von kondensiertem als auch dekondensiertem Chromatin beteiligt 
sein.      
Hinsichtlich der Untersuchung des Einflusses spezifischer Proteinbindungen auf die 
Bildung und Aufrechterhaltung der 61C7/8 Chromatinstruktur habe ich bereits an-
fängliche Studien vorgenommen. Wie bereits in Punkt 1.1.3.4 erwähnt binden Chriz 
und CP190 als Kofaktoren möglicherweise über das Insulatorprotein BEAF32, wel-
ches direkt an CGATA Konsensussequenzen an die DNA bindet (Vogelmann et al., 
2014).  Die von mir begonnenen Studien beinhalten Punktmutationen von BEAF32 




werden im Punkt 4.5 beschrieben. Aufgrund der noch nicht abgeschlossenen Analy-
se sind hierfür noch keine Ergebnisse dargestellt. Neben BEAF32 gibt es auch noch 
andere Proteinkandidaten die prominente Bindestellen innerhalb der proximalen 
61C7/8 Region in S2 Zellen aufweisen wie z.B. Chriz oder CP190. Für den Fall das 
BEAF diese Proteine an das Chromatin rekrutiert (Vogelmann et al., 2014), werden 
sie bei entsprechender Mutation der BEAF Bindestellen ebenfalls nicht mehr an das 
Chromatin binden bzw. Einfluss auf die Chromatinstruktur ausüben.  
Im Gegensatz zum proximalen 61C7/8 Fragment, welches die Protein-kodierenden 
Gene Rev1, MED30 und CG3402 beinhaltet, weist das distale Fragment ausschließ-
lich nicht kodierende Gene auf. Das innerhalb des distalen Fragments lokalisierte 
Bantam Gen (ban) ist ein nichtkodierendes miRNA-Gen, welches durch Bindung der 
mRNA 3´-UTR von Zielgenen genregulatorisch auf posttranskriptioneller Ebene wirkt 
(He und Hannon, 2004). Die ebenfalls innerhalb des distalen Fragments partiell loka-
lisierten nicht-kodierenden Gene CR43423 bzw. CR43334 haben keine bekannte 
biologische oder molekulare Funktion. Es ist aber allgemein bekannt, dass viele Ab-
schnitte evolutionär hochkonservierter nichtkodierender DNA eine wichtige Rolle bei 
der Genregulation und der Ausbildung von Chromatinstrukturen einnehmen (Subira-
na und Messeguer, 2009). Dies kann z.B. durch Interaktion der nichtkodierenden 
Transkripte mit Promoterelementen von Protein-kodierenden Genen erfolgen. Eine 
solche Interaktion kann Einfluss auf den epigenetischen Status der Promoterregion 
ausüben, z.B. bei menschlichen Zellen durch induzierte DNA-Methylierung und damit 
Reprimierung der Genexpression (Schmitz et al., 2010). Auf der anderen Seite kön-
nen nichtkodierende Transkripte auch genaktivierend wirken, wie z.B. bei der LPS 
(bakterielles Lipopolysacharid) induzierten Chromatin-Reorganisation beim Huhn. 
Dabei erfolgt über Rekrutierung von Transkriptionsfaktoren und Repositionierung von 
Nukleosomen eine Abspaltung des Insulatorkomplexes CTCF/Cohesin sowie eine H3 
Acetylierung der betreffenden Chromatinregion. Über diesen Prozess wird das 
Lysozym Gen aktiv gehalten (Lefevre et al., 2008). Anhand dieser Beispiele wird die 
Relevanz nichtkodierender Transkripte auf die Chromatinorganisation deutlich und 
kann auch im Fall der distalen 61C7/8 Region bei Drosophila nicht ausgeschlossen 
werden. In dem von mir durchgeführten Veruchsaufbau spielt die distale Region je-
doch keine eigenständige Rolle in der Bildung und Aufrechterhaltung dekondensier-
ten Chromatins und wirft die Frage nach der funktionellen Bedeutung dieses Ab-




Ein Punkt der bei der von mir durchgeführten Analyse der 61C7/8 Interbande berück-
sichtigt werden muss ist, dass der ~8 kb große Sequenzabschnitt zwischen dem dis-
talen und proximalen 61C7/8 Fragment aus den in Punkt 4.3 erwähnten Gründen 
nicht für die ektopische Etablierung dekondensierten Chromatins genutzt wurde. In-
nerhalb dieser Sequenz befinden sich prominente Bindestellen für Interbandenspezi-
fische Proteine (Chriz) und Isolatorproteine (BEAF, CP190, dCTCF). Desweiteren 
befindet sich der transkriptionelle Startpunkt für das Gen CG12030 und dementspre-
chend auch Promoterelemente innerhalb dieser Region. Das Gen CG12030 ist in 
Speicheldrüsen von Larven des dritten Stadiums sehr stark exprimiert (FlyBase und 
modENCODE). Auch wenn der mittlere Abschnitt in dem von mir vorgenommenen 
Versuchsaufbau nicht essentiell für die Bildung von dekondensierten Chromatins ist, 
ist ein möglicher Einfluss der dort lokalisierten Proteinbindungen bzw. ein transkripti-
oneller Einfluss auf die umgebende Chromatinstruktur nicht ausgeschlossen. Es ist 
auch denkbar, dass die dort gebundenen Proteine (z.B. BEAF, CP190) mit Proteinen 
innerhalb des distalen oder proximalen Fragments unter Bildung chromosomaler 
Schleifen über Distanz interagieren. Dies könnte erklären, warum der von mir unter-
suchte distale Abschnitt keinen Einfluss auf die Chromatinstruktur hatte. Es ist nicht 
ausgeschlossen, dass der distale Bereich nur in Verbindung mit dem mittleren 
61C7/8 Abschnitt über „long range“ Interaktionen seinen Einfluss auf die Chromatin-
struktur ausübt. Für die Berücksichtigung der Funktion bzw. des Einflusses der mittle-
ren 61C7/8 DNA-Sequenz auf die Chromatinstruktur, müsste die gesamte ~17kb 
große 61C7/8 Interbandensequenz für die ektopische Etablierung dekondensierten 
Chromatins verwendet werden und molekular untersucht werden. Experimente dazu 
sind in Vorbereitung. 
 
4.6 Die strukturelle Integrität der 61C7/8 Interbande wird durch einen polaren Effekt 
innerhalb des proximalen Fragments aufrechterhalten 
 
Aus den von mir durchgeführten Deletionsanalysen ergibt sich die Frage, wie die am 
proximalen Ende der 61C7/8 Interbande lokalisierte ~490bp große Promoter 1 Regi-
on für die strukturelle Integrität der gesamten Interbandensequenz verantwortlich 
sein kann.  
Die einfachste Erklärung wäre, dass der distale Abschnitt nicht Teil der 61C7/8 Inter-




widersprechen jedoch sämtliche in unserer Gruppe vorgenommenen Kartierungsana-
lysen der 61C7/8 Region mittels FISH (Diplomarbeit Katrin Lehmann, 2006; Diplom-
arbeit Navid Dehdashti-Zadeh, 2005; eigene unveröffentlichte Ergebnisse) und auch 
den Kartierungsergebnissen der Zhimulev Gruppe (Demakov et al., 1993; Semeshin 
et al., 2008). 
Eine plausible Erklärung dieses polaren Effekts liefern Protein-Protein Interaktionen 
über weite Distanzen (LRI = „long-range interactions“) (Vogelmann et al., 2014; Liang 
et al., 2014). Im Fall der 61C7/8 Interbande könnte dieser „long-range“ Effekt folgen-
dermaßen erklärt werden. Das innerhalb des proximalen 61C7/8 Fragments lokali-
sierte BEAF32 Insulatorprotein stellt das DNA-bindende Protein dar. Diese Bindung 
ist bei Drosophila S2-Zellinien als prominenter Bindungspeak in der entsprechenden 
Region zu erkennen (modENCODE). Das Insulatorprotein CP190 bindet in einem 
zweiten Schritt als Co-Faktor an das BEAF32 Protein. Diese Interaktion konnte be-
reits von Vogelmann et al. (2014) mittels Co-Immunpräzipitation nachgewiesen wer-
den und ist in Punkt 4.2 im Detail beschrieben. CP190 kann nun mit Hilfe von Pro-
tein-Protein Interaktionen über weite Distanzen (LRI) mit seiner BTB/POZ-Domäne 
andere CP190-Komplexe binden, welche im distalen Bereich lokalisiert sind. Das 
DNA-bindende Protein im distalen Bereich muss nicht zwangsläufig BEAF sein, da 
CP190 nachweislich auch mit anderen DNA-bindenden Proteinen wie z.B. dCTCF, 
Su(Hw), Mod(Mdg4) oder GAF interagieren kann (Vogelmann et al., 2014). Die bei 
diesem komplexbildenden Prozess interagierenden Proteine finden räumlich zusam-
men und resultieren bei ChIP-Analysen in einem Auftreten von direkten und indirek-
ten Bindungspeaks der entsprechenden Proteine. Direkte Peaks entspringen der di-
rekten DNA-Bindung von Proteinen wohingegen indirekte Peaks aus der räumlichen 
Lokalisation von Proteinen infolge der „long-range“ Proteininteraktionen resultieren 
(Liang et al., 2014). Im Fall der 61C7/8 Interbande könnte der BEAF Bindungspeak 
innerhalb des proximalen Fragments ein direkter Peak sein und der etwas schwäche-
re Bindungspeak innerhalb des distalen Fragments ein indirekter Peak. Somit hätte 
die proximale Bindung von BEAF und anderen an BEAF gebundenen Faktoren auf-
grund der Interaktion mit distal gebundenen Proteinen einen direkten Einfluss auf die 
Struktur und Stabilität der distalen Grenze. Die Deletion der Promoter 1 Region dele-
tiert gleichzeitig die Region des direkten BEAF-Bindungspeaks im proximalen Frag-
ment und verhindert damit eine mögliche Interaktion mit dem distalen Fragment. Dies 




ten Insulatorkomplexes sowohl im proximalen als auch im distalen Fragment verloren 
geht. Dies resultiert an beiden Grenzen in einer Ausbreitung von kondensierten 
Chromatin und damit in einem Verlust der Kapazität der 61C7/8 Sequenz dekonden-
siertes Chromatin zu bilden. Weil sich im distalen 61C7/8 Abschnitt nur der indirekte 
BEAF Bindungspeak befindet, hat eine distale Deletion keinen Einfluss auf die pro-
ximale Barrierefunktion und damit auch keinen Einfluss auf die strukturelle Integrität 
des Chromatins im proximalen Abschnitt.  
Auch eine mögliche Interaktion des proximalen und distalen Bereichs über eine 
BEAF/Chriz Komplexbildung ist denkbar (Vogelmann et al., 2014). In diesem Szena-
rio wäre das Interbandenprotein Chriz (und nicht CP190) der Co-Factor des DNA 
bindenden Insulatorproteins BEAF. Chriz kann ähnlich wie CP190 nun über Dimerbil-
dung am Aufbau von „long-range“ Interaktionen beitragen. Chriz ist bekanntermaßen 
für die Rekrutierung der Jil1-Kinase essentiell, welche über H3S10 Phosphorylierung 
maßgeblich am Aufbau dekondensierten Chromatins beteiligt ist. Im Fall der 61C7/8 
Interbande würde bei einem Ausbleiben der „long-range“ Interaktion zwischen dem 
proximalen und distalen Bereich infolge der Promoter 1 Deletion, die Rekrutierung 
der Jil1-Kinase und damit der Aufrechterhaltung dekondensierten Chromatins im dis-
talen Bereich verloren gehen.  
Um diese Hypothesen des polaren Effekts auf die Integrität der 61C7/8 Interbande zu 
testen könnte man die spezifischen DNA-Bindemotive (CGATA) für das BEAF Protein 
im proximalen 61C7/8 Abschnitt mutieren und somit die Assoziation von BEAF an die 
DNA unterbinden. Ein aus dieser Mutation resultierender Verlust der strukturellen 
Integrität von 61C7/8 würde den essentiellen Charakter von BEAF bestätigen und die 
„long-range“ Interaktions-Hypothese untermauern. Zu diesem Zweck wurden von mir 
bereits Versuche begonnen, die spezifische CGATA-Bindemotivmutationen innerhalb 
der Promoter1 und Promoter 2 Region beinhalten. Diese Versuche sind noch nicht 




Für eine tiefergehende Beschreibung der molekularen Struktur und Dynamik der of-
fenen 61C7/8 Domäne sind weiterführende Analysen notwendig, wie z.B. die moleku-
lare Kartierung der Domänengrenzen der endogenen 61C7/8 Domäne mittels Chro-




diesem Zweck kann in einem genomweiten oder lokal begrenzten ChIP-Array für die 
in 4.1 angesprochenen interbandenspezifischen epigenetischen Faktoren ein mole-
kulares Profil erstellt werden. Die Spezifität dieser Faktoren für dekondensiertes In-
terbandenchromatin bzw. kondensiertes Chromatin dient bei der ChIP Analyse zur 
Kartierung der physischen Grenzen unterschiedlich kompaktierten Chromatins (Vato-
lina et al., 2011; Filion et al., 2010; Kharchenko et al., 2010; MacAlpine et al., 2010) 
welche anschließend mit dem molekularen Profil diploiden Chromatins verglichen 
werden können. Der Vergleich würde Auskunft geben über den Grad der Überein-
stimmung der Chromatinstruktur in diploiden und polytänen Zellen und damit die Fra-
ge beantworten, ob das polytäne Banden/Interbanden Muster ein Grundmuster der 
Chromatinorganisation aller Zellen widerspiegelt. Deshalb gilt es noch zu klären, in-
wieweit die endogenen Domänengrenzen der 61C7/8 Interbande mit denen der von 
mir ektopisch erzeugten 61C7/8 Interbande  übereinstimmen und damit aufzeigen in 
welchem Grad die künstliche Interbande die endogene kopiert. Dafür können ChIP 
Analysen durchgeführt werden, die insbesondere die Grenzregionen der Interbande 
im Übergangsbereich zur ektopischen Bande auf Bindung epigenetischer Faktoren 
untersuchen. Für die Unterscheidung der endogenen und ektopischen 61C7/8 Inter-
bande können für die ChIP Analyse Primer gewählt werden, welche entweder Fusi-
onsfragmente der ektopischen Interbande und der angrenzenden Modellbande amp-
lifizieren oder über Einführung von Polymorphismen spezifische Fragmente innerhalb 
der ektopischen Interbande amplifizieren. Diese Untersuchungen werden auch zei-
gen, inwieweit die Integration der ektopischen 61C7/8 Interbande Einfluss auf das 
Ausmaß und die Struktur der kondensierten Chromatinkassette hat. Auch die Domä-
nengrenzen der Modellbande gegenüber der 21F3-22A1-2 Interbande sollten kartiert 
werden.        
Die Studie von Vatolina et al. (2011) zeigten eine weitgehend identische Chromatin-
organisation der Interbanden als offene Chromatindomänen in polytänen und nicht-
polytänen Chromosomen. Ihre Studie basierte auf einer Kombination zytogenetischer 
Interbandenkartierung in polytänen Chromosomen (FISH, Immunfärbung und Lokali-
sation von P-Element-Insertionen) und molekularer Bindungsprofile interbandenspe-
zifischer Faktoren in diploiden Drosophila Zellen (S2 und Kc; modENCODE). In einer 
weitergehenden genomweiten Studie klassifizierten Zhimulev und Mitarbeiter (2014) 
das Chromatin diploider Zellen in vier Grade und verglichen es mit der Struktur poly-




auch das als „Blau“ klassifizierte Chromatin lokalisieren mit Interbandendomänen. 
Wegen der begrenzten Auflösung der von Vatolina et al. (2011) und Zhimulev et al. 
(2014) genutzten zytogenetischen Methoden (FISH und Immunfärbung) bei der Be-
stimmung der Interbandengrenzen sowie des nicht klar definierten molekularen Pro-
fils von Domänengrenzen, bleibt die Generalisierbarkeit dieser Aussagenim Detail 
noch offen. Beide Studien offenbaren jedoch eine interessante Korrelation der zyto-
genetischen Strukturuntersuchungen an polytänen Chromosomen und der molekula-
ren Bindungsprofile die an diploiden Chromosomen ermittelt wurden (modENCODE). 
Das Konzept einer übereinstimmenden grundlegenden Domänenorganisation in un-
terschiedlichen Zelltypen wäre damit grundsätzlich belegt. Dies muss jedoch an ge-
eigneten Beispielen durch hochauflösende in situ Analysen polytäner Chromosomen 
im Vergleich mit der molekularen Definition der Domänengrenzen in diploiden Zellen 
durch ChIP Analysen bestätigt werden und bildet demnach einen Ausgangspunkt für 
experimentelle Ansätze. 
Wie in der Einleitung erläutert tragen Protein-Protein Interaktionen, welche über gro-
ße Distanzen gebildet werden können, zur strukturellen Anordnung des Chromatins 
über Ausbildung chromosomaler Schleifen bei. Vogelmann et al. (2014) entwickelte 
mit seinen Interaktionsstudien ein Modell, in dem BEAF32 als direkt DNA-bindendes 
Protein für die Rekrutierung von Ko-Faktoren wie z.B. Chriz oder CP190 verantwort-
lich ist und über Ausbildung von Homo- bzw. Heterodimeren Interaktionen zu ande-
ren chromosomalen Regionen aufgebaut werden können. Auch das molekulare Bin-
dungsprofil innerhalb der 61C7/8 Interbande weist prominenete Bindungsstellen für 
BEAF32 und Chriz sowohl im distalen als auch im proximalen Abschnitt auf (Abb. 12 
a). Dies lässt vermuten, dass die 61C7/8 Interbande durch Interaktion des distalen 
Abschnitts mit dem proximalen Abschnitt strukturell als autonome Domäne gebildet 
wird. Um eine genaue Aussage über solche potentiellen „long-range“ Interaktionen 
innerhalb der 61C7/8 Sequenz zu treffen, wären sogenannte „chromosome confor-












Polytäne Interphase-Chromosomen von Drosophila bieten ein außergewöhnlich gu-
tes Test-Modell zum studieren der Mechanismen, die für die Bildung und Aufrechter-
haltung unterschiedlicher Chromatindomänen notwendig sind. Zu diesem Zwecke 
habe ich ein System entwickelt, mit dessen Hilfe ich das Chromatin von polytänen 
Chromosomen manipulieren und rekonstruieren kann. Dieses System basiert auf der 
gezielten Insertion von zu untersuchenden DNA-Sequenzen in eine von mir neu er-
zeugte kondensierte Chromatindomäne innerhalb des Drosophila Genoms mittels 
ФC31 Rekombination. Durch die gezielte Rekombination werden variable Einflüsse, 
wie zum Beispiel Positionseffekte (PEV) ausgeschlossen. Dies ermöglicht unter-
schiedliche DNA-Sequenzen innerhalb eines identischen genetischen Kontext, hin-
sichtlich ihrer Kapazität dekondensiertes Chromatin zu bilden, vergleichend zu analy-
sieren. 
Ein Schwerpunkt der Arbeit lag zunächst in der Untersuchung spezifischer DNA-
Sequenzen auf ihre Kapazität dekondensiertes Chromatin autonom zu bilden. Dafür 
wurden über gezielte Rekombination DNA-Sequenzen aus der 61C7/8 bzw. 3C6/7 
Interbandenregion in eine zuvor etablierte kondensierte Modelldomäne integriert. 
Beide DNA-Abschnitte waren in der Lage innerhalb eines ektopischen chromosoma-
len Umfelds dekondensiertes Chromatin auszubilden, was in einer Aufsplittung der 
Modellbande erkennbar war. Dieses Ergebnis beweist den autonomen Charakter der 
analysierten Interbandensequenzen und verdeutlicht, dass alle essentiellen Kompo-
nenten für die Bildung und Aufrechterhaltung dekondensierten Chromatins innerhalb 
der genutzten DNA-Sequenzen vorhanden sind. Die von mir durchgeführte Kartie-
rung der 61C Region weist auf eine weitaus größere proximale Ausdehnung der 
61C7/8 Interbande hin, als ursprünglich publiziert. Im Gegensatz zu der bislang kar-
tierten 61C7/8 Region, beinhaltet die von mir kartierte Region vier Protein kodierende 
Gene. Dies eröffnet neue Blickwinkel hinsichtlich des potentiellen Mechanismus zur 
Bildung und Aufrechterhaltung der 61C7/8 Interbande, insofern ein transkriptioneller 
Einfluss nicht mehr ausgeschlossen werden kann.     
Neben den zytologischen Analysen wurde auch der molekulare, epigenetische Cha-
rakter der ektopisch gebildeten 61C7/8 Interbande mittels Immunzytologie und quan-
titativen Transkriptionsanalysen untersucht. Die daraus gewonnenen Ergebnisse zei-




am endogenen 61C7/8 Lokus. Dies legt nahe, dass die ektopisch gebildete 61C7/8 
Domäne neben dem zytologisch offenen Charakter auch hinsichtlich der molekularen 
Eigenschaften die endogene 61C7/8-Domäne immitiert. 
Für die Kartierung essentieller Sequenzen für die Bildung und Aufrechterhaltung des 
dekondensierten 61C7/8- bzw. 3C6/7-Chromatins, wurden partiell deletierte Variatio-
nen dieser Interbandensequenzen integriert und zytologisch als auch molekular un-
tersucht. Mit Hilfe der Deletionsanalysen konnte im Falle der 61C7/8 Interbande zu-
nächst eine ~2,3 kb große Sequenz im proximalen Grenzbereich und im Falle der 
3C6/7 Interbande die ~800 bp große fa(swb)-Sequenz als essentiell identifiziert wer-
den. Nach dem Verlust dieser DNA-Abschnitte verlor die entsprechende Interbande 
die Kapazität dekondensiertes Chromatin zu. Im Fall der 61C7/8 Interbande konnte 
der für die Bildung dekondensierten Chromatins essentielle Sequenzabschnitt auf ein 
490 bp großes DNA-Fragment am proximalen Ende feinkartiert werden. Die Deletion 
der essentiellen Abschnitte von 61C7/8 resultierte neben dem Verlust der zytologi-
schen Interbandenstruktur auch im Verlust prominenter molekularer Faktoren wie 
z.B. Proteinbindungen.  
Innerhalb des feinkartierten 490 bp großen DNA-Abschnitts befinden sich Bindungs-
stellen für potentiell wichtige Chromatinproteine wie z.B. Chriz, die Histonkinase Jil-1 
und das „boundary“-Element CP190. Mittels Mutation von Proteinbindungsmotifen 
kann ein möglicher Einfluss entsprechender Proteinbindungen auf die Bildung und 
Aufrechterhaltung der 61C7/8 Interbande untersucht werden. 
Desweiteren überlappt das 490 bp große Fragment mit einer Promoterregion, welche 
zwischen den Genen Rev1 und MED30 lokalisiert ist. Quantitative Transkriptionsana-
lysen ergaben, dass der Verlust dieser Promoterregion in der Stilllegung der tran-
skriptionellen Aktivität des Rev1 Gens resultiert. Dies deutet auf einen eventuellen 
Einfluss vorhandener Genexpression innerhalb der 61C7/8 Interbande auf dessen 
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Abb. 17: Polytäne Chromosomen mit markierten P-Element Insertionen. 
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Tabelle 1: Anzahl der positiven Rekombinanten und Rekombinationsfrequenz der 
einzelnen Interbanden- und Kontrollkunstrukte 
Konstrukt pos. Rekombination Frequenz 
pattP61Cdp 6/162 3,7% 
pattP61C∆p 2/60 3,33% 
pattP61C∆d 4/78 5,13% 
pattP61C∆P1 3/105 2,86% 
pattP61C∆P2 4/65 6,15% 
pattP61C∆P1+2 3/49 6,12% 
pattP3C 2/51 3,92% 
pattP3C(fa(swb)) 2/75 2,66% 
pattPNw 2/54 3,70% 



























attB/P attachment B/P Seite 
BEAF32 Boundary Element associated Factor of 32 kD 
BNT Biotin-Nick-Translation 
bp Basenpaare 
cDNA (m)RNA-komplementäre DNA 
ChIP Chromatin-Immun-Präzipitation 
chip DNA-Microarray  
Chriz Chromodomain protein interacting with Z4 
co Kontrolle 
CP190 Centrosomal protein 190 
Cyo Curly (Flügelphänotyp) 
dCTCF CCCTC-Binding factor 
DHS DNase 1 hypersensitive Stellen 
DNA 2´-Desoxyribonukleinsäure 
dNTP 2´-Desoxynukleosid-5´-triphosphat 
dp distal und proximal 
E.coli Escherichia coli 
fa(swb) facet strawberry 
FISH Fluoreszenz in situ Hybridisierung  
GFP Green Fluoresccent Protein 
IgG Immunglobulin G 
kb Kilobasenpaare 
MAR Matrix associated Region 
µl, ml, l Mikroliter, Milliliter, Liter 
N Notch 
nm, µm, mm Nanometer, Mikrometer, Millimeter 
NP40 Nonyl Phenoxypolyethoxylethanol  
Nu Nukleotid 
P1 Promoter 1 




PBS phosphatgepuferte Salzlösung (phosphate-buffered saline) 
PCR Polymerase Kettenreaktion (Polymerase Chain Reaction) 
PEV Positions-Effekt-Variation 
qRT-PCR quantitative real-time PCR 
RNA Ribonukleinsäure 
rpm Umdrehungen pro Minute (Revolutions per minute) 
S2 Schneider 2 Zellen 
SAR Scaffold associated Region 
SSC Natriumchlorid-Natriumcitrat-Puffer (sodium sodium citrate) 
Tft Tufted (Borstenphänotyp) 
TR Texasred (Floureszenzfarbstoff) 
TSS Transkriptionsstartseite 
UAS upstream activating sequence 
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